






Abstract :  
In eukaryote nuclei, DNA is wrapped around histone proteins. This structure is called 
the chromatin. The compaction level of chromatin is highly dynamic. This allows the 
regulation of gene transcription which requires free access to the DNA. Histone proteins 
undergo several post translational modifications including methylation that impact chromatin 
compaction. For example, at genes promoters, methylation on the lysine 9 of histone H3 
(H3K9) is associated with chromatin compaction and thereby transcription repression, 
whereas methylation on histone H3 lysine 4 (H3K4) is associated with transcriptional 
activation. Histone methylation is set by enzymes called histone methyltransferases and 
removed by histone demethylases which are specific for methylated residues. During my 
PhD, I studied the role of histone demethylases in the transcriptional regulation of cell 
proliferation master genes, E2F-regulated genes and rDNA transcription. 
E2F transcription factors regulate genes like CCNE or CDC6 involved in entry and 
progression through S phase. Those genes must be activated at the onset of S phase. The 
transcriptional control of those genes is crucial for a normal cell cycle, and their deregulation 
is associated with cancer development. Histone methylation events are involved in the 
repression and activation of E2F target genes during cell cycle progression. However the 
histone demethylases involved are still unclear. We have shown that the H3K4-specific 
histone demethylases JARID1A and JARID1B are involved in the fine-tuning of CCNE and 
CDC6 transcription during S phase. JARID1A and JARID1B are recruited on the promoter of 
those genes and help limiting their activation at the beginning of S phase. This study shows 
for the first time the role of those histone demethylases in the fine tuned regulation of E2F 
targets genes during S phase. 
 Ribosomal DNA (rDNA) transcription is the first step of ribosome biogenesis. rDNA 
is transcribed in the nucleolus by RNA polymerase I (Pol-I). Pol-I transcription is tightly 
linked to cell growth and proliferation. High levels of Pol-I transcription along with 
hypertrophied nucleoli is a hallmark of several cancers cells. Pol-I transcription must be 
regulated according to the availability of growth factors. It is repressed when the cells are 
deprived of growth factors and activated when growth factors are available. This regulation is 
under the control of cellular signaling pathways including the Phosphatidyl-Inositol-3-Kinase 
(PI3K) pathway. Histone methylation events are known to play a role in this regulation. 
However little is known about how the cell signaling pathways modulate the chromatin 
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response in this process. In collaboration with the team of Dr. Konstantin Panov, we observed 
that the H3K9-specific histone demethylase JMJD2A is present in the nucleoli of human cells. 
We showed that JMJD2A, through its ability to demethylate H3K9, is required for the 
activation of Pol-I transcription in response to growth factors. We further show that PI3K 
regulate this chromatin response by triggering accumulation of JMJD2A in the nucleoli in 
response to growth factors. This study demonstrates a yet unknown role for JMJD2A in Pol-I 
transcription and suggests that the control of JMJD2A localization by the PI3K pathway is a 
crucial mechanism by which cells adapt protein synthesis to the availability of growth factors.  
My PhD work helps strengthening our understanding of the mechanisms that involve histone 
demethylases in the regulation of cell proliferation genes. Understanding those mechanisms is 
crucial as it might help targeting those enzymes for the treatment of cell proliferation-




Résumé de la thèse :  
L’ADN des cellules eucaryotes est enroulé autour de protéines appelées histones pour 
former la chromatine. Le niveau de compaction de la chromatine est dynamique. Ceci permet 
de réguler via l’accessibilité de l’ADN, les processus comme la transcription. Les histones 
peuvent subir des modifications post traductionnelles comme la méthylation, qui influencent 
le niveau de compaction de la chromatine. Par exemple, au niveau des promoteurs des gènes, 
la méthylation sur la lysine 9 de l’histone H3 (H3K9) est associée à la répression 
transcriptionnelle, tandis que la méthylation sur la lysine 4 (H3K4) est associée à l’activation 
transcriptionnelle. Ces marques sont mises en place par des histones méthyltransférases  et 
enlevées par des histones déméthylases qui sont spécifiques des résidus méthylés. Ma thèse a 
porté sur l’étude d’histone déméthylases dans la régulation transcriptionnelle de gènes clé de 
la prolifération cellulaire, les gènes cibles de E2F et l'ADN ribosomique. 
Les facteurs E2Fs régulent des gènes comme CCNE et CDC6 impliqués dans l’entrée 
et la progression en phase S. Ces gènes sont activés  au début de la phase S. Le contrôle de la 
transcription de ces gènes est crucial pour un cycle cellulaire normal et leur dérégulation est 
associée à l’apparition de cancers. La répression et l’activation des gènes cibles de E2F au 
cours du cycle cellulaire fait intervenir le contrôle de la méthylation des résidus H3K4 et 
H3K9. Cependant, les histone déméthylases impliquées sont mal connues. Nous avons montré 
que les histones déméthylases JARID1A et JARID1B, spécifiques de H3K4, régulent la 
transcription de CCNE et CDC6 en phase S. JARID1A et JARID1B sont recrutées au 
promoteur de ces gènes. Elles sont importantes pour limiter leur activation lors de la 
progression en phase S. Cette étude montre pour la première fois l’implication de ces histones 
déméthylases dans la régulation fine des gènes cibles de E2F au cours du cycle cellulaire. 
La transcription des gènes ribosomiques ou ADNr par l’ARN Polymérase I (Pol-I) est 
la première étape de la biogénèse des ribosomes. Elle a lieu dans les nucléoles. Ce processus 
est étroitement lié à la croissance et la prolifération cellulaire. Une transcription Pol-I accrue 
et des nucléoles hypertrophiés sont  des caractéristiques communes à un grand nombre de 
cellules cancéreuses. La transcription Pol-I est adaptée à la disponibilité en facteurs de 
croissance. Ainsi, elle est réprimée lorsque les cellules sont privées en facteurs de croissance 
et activée en leur présence. Cette réponse est sous le contrôle de cascades de signalisation 
cellulaire comme la voie Phosphatidyl-Inositol-3-Phosphate (PI3K). Il est connu que des 
événements dynamiques de méthylation d'histones participent à cette régulation. Cependant, 
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on sait peu de choses sur comment les voies de signalisation régulent ces événements. En 
collaboration avec l’équipe du Dr. Konstantin Panov, nous avons observé que l’histone 
déméthylase JMJD2A, spécifique de H3K9, est présente dans les nucléoles de cellules 
humaines. JMJD2A, via sa capacité à déméthyler H3K9, est requise pour activer la 
transcription Pol-I en réponse aux facteurs de croissance. Nous montrons également que PI3K 
régule cette réponse chromatinienne en déclenchant l’accumulation de JMJD2A dans les 
nucléoles en réponse aux facteurs de croissance. Cette étude indique que la régulation de la 
localisation subnucléraire de JMJD2A en réponse à la voie PI3K est un des mécanismes par 
lesquels les cellules adaptent leur capacité de synthèse protéique à la disponibilité de facteurs 
de croissance.  
Mes travaux de thèse renforcent notre compréhension des mécanismes impliquant des 
histones déméthylases dans la régulation de la prolifération cellulaire. Comprendre ces 
mécanismes est crucial et permettra de cibler ces enzymes dans le traitement des pathologies 
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A. La chromatine : Généralités 
I. Dynamique de la chromatine 
L’ADN, support moléculaire de l’information génétique sert de matrice pour de 
nombreux processus comme la transcription ou la réplication du génome qui jouent un rôle 
clé dans la vie de la cellule. L’ADN est intégré au sein d’une structure nucléoprotéique 
appelée la chromatine (Felsenfeld & Groudine, 2003). En plus de permettre la compaction du 
génome dans le noyau, la chromatine régule via l’accessibilité à l’ADN tous les processus 
utilisant celui-ci comme matrice. En effet, le niveau de compaction de la chromatine est 
dynamique et régulé par différents mécanismes qui par ce biais contrôlent les processus 
nécessitant l’accès à l’ADN. 
1. Structure de la chromatine 
L’unité de base de la chromatine est le nucléosome. Un nucléosome est constitué 
d’environ 146 paires de bases d’ADN enroulées autour d’un octamère d’histones (Figure1). 
Les histones sont de petites protéines de 11 à 14 kDa riches en résidus basiques et donc 
chargées positivement dans le noyau. Les octamères sont constitués des histones dites de cœur 
du nucléosomes, H2A, H2B, H3 et H4. La structure du nucléosome à haute résolution a été 
établie : deux dimères H3-H4 sont agencés en tétramère stable au cœur avec de chaque côté 
un dimère H2A-H2B (Felsenfeld & Groudine, 2003; Luger et al, 1997). Les histones 
canoniques sont caractérisées par des queues N et C terminales non structurées qui émergent 
du nucléosome et un domaine central globulaire constitué de trois hélices alpha. Les histones 
interagissent entre elles via leur domaine globulaire. Le nucléosome est stabilisé par la 
présence d’une histone H1 de 21kDa dite de liaison, qui est positionnée au point d’entrée-
sortie de l’ADN enroulé autour des histones de cœur (Grigoryev & Woodcock, 2012). 
2. Niveaux de compaction de la chromatine 
Les nucléosomes s’enchaînent en une structure dite en « collier de perle » pour former 
la fibre de 11nm, les fibres de 11nm s’enroulent sur elles-mêmes pour former les fibres de 
30nm (Grigoryev & Woodcock, 2012) (Figure 2).  Les niveaux de compaction permettent de 
définir l’euchromatine et l’hétérochromatine, visibles en microscopie électronique. 






plus compactée, pauvre en gènes et riche en séquence répétées. Il existe deux types 
d’hétérochromatine.  
L’hétérochromatine constitutive retrouvée au niveau des centromères et des télomères 
intervient dans le maintien de l’intégrité du génome et reste condensée tout au long de la vie 
de la cellule. Quant à l’hétérochromatine facultative, elle est condensée mais peut être 
décondensée dans certains contextes. Elle contient cependant des régions réprimées de façon 
stable comme le chromosome X inactif chez la femelle. Les frontières entre l’euchromatine et 
l’hétérochromatine sont démarquées par des facteurs appelés éléments insulateurs (Ong & 
Corces, 2009). 
II. Activités modulant la chromatine 
 
Pour contrôler l’accès à l’ADN, la structure de la chromatine est régulée de façon 
dynamique. Cette régulation est sous le contrôle de quatre mécanismes 
principaux interconnectés à savoir (1) le remodelage de la chromatine ATP-dépendant qui 
utilise l’énergie de l’hydrolyse de l’ATP pour moduler le niveau de compaction, la 
composition des nucléosomes et l’organisation de la chromatine. (2) L’incorporation de 
variants d’histones dont la structure diffère de celle des histones canoniques et qui vont 
moduler les propriétés du nucléosome concerné (3) La méthylation de l’ADN qui va réguler 
la compaction de la chromatine et (4) Les modifications post-traductionnelles des histones qui 
vont soit moduler l’interaction entre l’ADN et les histones, soit coopérer avec les autres 
mécanismes sus-cités pour réguler la structure chromatinienne.  
Ces différents mécanismes seront présentés et l’accent sera mis sur les modifications 
post-traductionnelles des histones et tout particulièrement la méthylation qui a fait l’objet de 
ma thèse.  
1. Le remodelage ATP dépendant 
 
Les complexes de remodelage de la chromatine sont capables comme leur nom 
l’indique  de moduler la structure de la chromatine, son niveau de compaction et même sa 
composition. Ce sont des complexes multiprotéiques organisés autour d’une ATPase. 






physiquement des nucléosomes, d’enlever ou d’intégrer des histones ou des variants 
d’histones, ou de faire glisser les nucléosomes le long de la molécule d’ADN (figure 3). 
(Tang et al, 2010). Ainsi les complexes de remodelage participent aussi bien à la compaction 
qu’à la décompaction de la chromatine.  Il existe plusieurs complexes de remodelage de la 
chromatine qui sur la base de la séquence et de la structure de la sous-unité ATPase peuvent 
être classés en 4 familles à savoir les familles SWI/SNF, ISWI,  CHD et INO80 (Clapier & 
Cairns, 2009). En plus de leur capacité à incorporer des variants d’histones, les complexes de 
remodelage de la chromatine coopèrent avec les modifications post-traductionnelles des 
histones et la méthylation de l’ADN, qui seront développées dans les rubriques suivantes. 
Ainsi, on les retrouve associés avec des enzymes de modification des histones mais également 
des protéines impliquées dans la régulation par la méthylation de l’ADN. Par exemple, le 
complexe de remodelage de la chromatine NuRD (Nucleosome Remodeling and 
Deacetylation) impliqué dans la répression de la transcription contient  l’ATPase CHD4 mais 
aussi les histones déacétylases HDAC1 et HDAC2 et la protéine MBD2 (Methyl Binding 
Domain 2) qui se lie à l’ADN méthylé.  Le mode d’action du complexe NuRD dans la 
répression transcriptionnelle montre l’interconnexion entre modifications des histones, 
méthylation de l’ADN et remodelage ATP-dépendant dans la régulation des processus 
chromatiniens (Kelly & Cowley, 2013) . Les complexes de remodelage de la chromatine et 
leur mode d’action dans la régulation des processus chromatiniens ont fait l’objet de plusieurs 
revues récentes (Becker & Workman, 2013; Tang et al, 2010). 
2. L’échange de variants d’histones 
 
 Les histones canoniques H2A, H2B, H3, H4 sont exprimées et incorporées dans la 
chromatine exclusivement au cours de la réplication. Cependant il existe des variants 
d’histones qui peuvent être exprimés et incorporés aussi bien pendant la réplication qu’en 
dehors. Les variants d’histones sont exprimés à partir de gènes dits orphelins qui ne sont donc 
pas soumis à la même régulation que les gènes des histones canoniques. Des variants ont été 
identifiés pour toutes les histones à l’exception de H4 et les plus étudiés sont présentés dans la  
(figure 4). La différence entre les histones canoniques et leurs variants peut aller de quelques 
résidus  (entre H3 et H3.3 par exemple) à des domaines entiers (MacroH2A qui possède un 









 Les variants d’histones sont impliqués dans la régulation des processus chromatiniens. 
Les variants peuvent agir directement, en modulant la stabilité du nucléosome. Il a été montré 
par exemple que l’incorporation du variant H2A.Z  de H2A se traduit par  un nucléosome plus 
lâche du fait d’une moins forte interaction entre les dimères (H2A.Z-H2B) et les tétramères 
(H3-H4) au sein du nucléosome (Suto et al, 2000).  
L’incorporation d’un variant d’histone peut affecter indirectement le niveau de 
compaction de la chromatine en modulant le recrutement d’activités effectrices qui vont 
remodeler la chromatine (Biterge & Schneider, 2014). C’est le cas par exemple du variant 
d’histone macroH2A qui a été impliqué dans la répression de la transcription (Cong et al, 
2014). L’incorporation de macroH2A empêche le recrutement de facteurs de transcription et 
de complexes de remodelage de la chromatine (Angelov et al, 2003).  
Comme les histones canoniques (Voir rubrique modifications post-traductionnelles des 
histones), Les variants d’histones peuvent également subir des modifications post-
traductionnelles qui vont réguler des mécanismes chromatiniens clés. Par exemple, le variant 
d’histone H2A.X est incorporé de façon aléatoire dans le génome et sa phosphorylation est 
impliquée dans la signalisation et la réparation des dommages à l’ADN.  Il a été montré que 
l’activité du variant de H3 CENPA est régulée par des modifications post-traductionnelles de 
sa queue N-terminale (Goutte-Gattat et al, 2013). On retrouve CENPA (Centromere Protein 
A), au niveau des centromères et elle est requise pour l’assemblage des kinétochores au cours 
de la mitose (Black & Bassett, 2008). 
Les variants d’histones et leur implication dans les processus chromatiniens sont 
présentés de façon plus exhaustive dans les revues de Biterge et al.(Biterge & Schneider, 












3. La méthylation de l’ADN  
Les séquences d’ADN peuvent être méthylées sur les cytosines, principalement au 
niveau de dinucléotides CG (appelés CpG) chez les mammifères. Le groupement méthyle est 
attaché de façon covalente sur le carbone 5 de la cytosine. La méthylation de l’ADN est mise 
en place par des ADN méthyl-transférases  (ou DNMTs pour DNA methyltransférases). Il y a 
trois DNMT connues chez les mammifères : DNMT1, DNMT3a et DNMT3b. DNMT1 est 
une ADN méthyltransférase « de maintien », qui permet de rétablir la méthylation des deux 
brins de l’ADN lors de la réplication (méthylation du brin néosynthétisé) ou de la réparation 
de l’ADN. DNMT3a et DNMT3b sont des ADN méthyltransférases « de novo », qui 
établissent le patron de méthylation (Cheng & Blumenthal, 2008). 
De façon générale, la méthylation de l’ADN est considérée comme répressive pour la 
transcription conduisant à l’hétérochromatinisation de la région concernée. C’est le cas de 
gènes spécifiques de la lignée germinale dans les cellules somatiques, ou de gènes tissu-
spécifiques dans les lignées où ils ne sont pas exprimés. La méthylation de l’ADN participe 
également à la mise en silence de séquences comme les transposons (Suzuki & Bird, 2008).  
La répression par la méthylation de l’ADN peut résulter de différents mécanismes 
(Figure 5). La méthylation des CpG, au niveau de sa séquence cible, peut empêcher la liaison 
d’un  facteur de transcription et donc inhiber l’initiation de la transcription. Les DNMTs 
elles-mêmes permettent le recrutement de complexes répresseurs contenant des activités de 
modification de la chromatine, comme des histones méthyltransférases, des histones 
déacétylases ou la protéine HP1 (Heterochromatin Protein 1) qui conduiront in fine à 
l’hétérochromatinisation de la région méthylée. Enfin, les dinucléotides CpG méthylés sont 
reconnus par des protéines spécifiques appelées MBP (pour Methyl-Binding Protein). Les 
MBP vont permettre le recrutement d’enzymes de modification de la chromatine conduisant à 
la mise sous silence du gène concerné (Bogdanovic & Veenstra, 2009; Cheng & Blumenthal, 
2008; Clouaire & Stancheva, 2008). Les principales MBP connues, McCP2, MBD1, MBD2, 




Protéines Partenaires d'interaction Effets de l'interaction 
McCP2 
Sin3A, HDACs Répression transcriptionnelle 
c-ski, N-CoR Répression transcriptionnelle 
HMGB1 Inconnu 
Sin3B, HDAC2 Répression transcriptionnelle 
Dnmt1 Cible de la maintenance de la méthylation de l'ADN 
H3K9 methyl-transférase Répression transcriptionnelle 
Complexe CoREST Répression des gènes neuronaux 
Brm (complexe SWI/SNF) Répression transcriptionnelle 
YB-1 Epissage alternatif 
ATRX Régulation épigénétique recquise pour le développement neuronal 
HP1 Répression transcriptionnelle durant la différenciation musculaire 
CREB1 Activation transcriptionnelle 
MBD1 
MPG Réparation de l'ADN 
Suv39h1-HP1 Répression transcriptionnelle 
MCAF1, MCAF2, SETDB1, CAF-1 p150 Répression transcriptionnelle, héritabilité des marques épigénétiques 
PML-RARα, HDAC3 Mise en silence médiée par PML-RARα 
MBD2 
Complexe NuRD Répression transcriptionnelle 
Sin3A Répression transcriptionnelle 
Tax Activation transcriptionnelle 
TACC3, HATs, pCAF Activation transcriptionnelle 
GCNF Mise en silence de Oct-4 
Dnmt1 Cible de la maintenance de la méthylation de l'ADN 
RFP Renforcement de la répression transcriptionnelle 
MBD3 
complexe NuRD Répression transcriptionnelle 
Dnmt1 Cible de la maintenance de la méthylation de l'ADN 
CDK2AP1, GCNF Mise en silence de Oct-4 
MBD4 
Sin3A, HDAC1 Répression transcriptionnelle 
FADD Surveillance du génome/apoptose 
MLH1 Réparation de l'ADN 
RFP Renforcement de la répression transcriptionnelle 
Kaiso 
Tcf3 Suppression de la signalisation Wnt 
p120 Signalisation Wnt 
N-CoR Répression transcriptionnelle 
Tableau 1 : Partenaires interagissant avec les protéines liant l’ADN methylé (Adapté de 




4. Les Modifications post-traductionnelles des histones 
 
Les histones peuvent subir différents types de modifications post-traductionnelles, qui 
sont étroitement liées à la compaction de la chromatine Elles ont principalement lieu au 
niveau des queues N-terminales qui émergent du nucléosome, mais peuvent aussi être 
localisées au niveau du domaine globulaire (comme la méthylation de la lysine 79 de H3, ou 
H3K79me) ou de l’extrémité C-terminale (par exemple l’ubiquitination de H2A sur la lysine 
119). On trouve différentes modification des histones  telles que l’acétylation, la méthylation, 
l’ubiquitination, la phosphorylation, la sumoylation ou encore l’ADP-ribosylation qui peuvent 
avoir lieu sur différents résidus (Figure 6) (Tollervey & Lunyak, 2012). Ces modifications 
sont mises en place et enlevées par des enzymes spécifiques. La présence de différentes 
combinaisons de modifications sur le génome est corrélée à un état fonctionnel donné de la 
chromatine. L’acétylation, la méthylation, l’ubiquitinylation  et la phosphorylation des 
histones sont les marques les plus étudiées. Elles seront brièvement présentées ci-après en 
soulignant plus particulièrement leur rôle dans la régulation transcriptionnelle. 
 
a) L’acétylation  
 
L’acétylation des histones a lieu sur des résidus lysine, principalement sur des résidus 
de H3 et de H4, mais également sur les queues N-terminales de H2A et H2B. Elle est mise en 
place par des histones acétyltransférases (HAT) ou KAT pour les lysines (K), et enlevée par 
des histones déacétylases (HDAC) (Bannister & Kouzarides, 2011; Mujtaba et al, 2007; Yang 
& Seto, 2007). Au niveau des gènes, l’acétylation des histones est généralement corrélée à 
l’activation transcriptionnelle. Ainsi les histone-acétyltransférases sont généralement 
impliquées dans l’activation transcriptionnelle et  les histones déacétylases dans la 
répression(Bannister & Kouzarides, 2011). 
L’effet de l’acétylation passe par deux mécanismes. D’une part, l’ajout d’un 
groupement acétyl sur la lysine va provoquer une neutralisation de la charge sur le résidu, 
induisant ainsi une diminution de la force d’interaction histone-ADN et donc une ouverture de 








par l’intermédiaire d‘un domaine d’interaction avec les lysines acétylées (Bannister & 
Kouzarides, 2011). Le Bromodomaine est le principal domaine connu de liaison aux résidus 
acétylés, cependant il a été montré que les résidus acétylés peuvent être reconnus également 
par des domaines PHD (Plant Homeodomain) (Musselman et al, 2012; Zeng et al, 2010). Les 
protéines effectrices qui reconnaissent les résidus méthylés vont à leur tour agir sur la 
chromatine pour la décompacter. On retrouve des bromodomaines dans des complexes de 
remodelage ATP dépendants tels que SWI2/SNF2, dans des HAT elles-mêmes comme Gcn5 
ou p300, mais aussi dans la protéine TAFII 250 (TBP-Associated Factor) qui intervient dans 
l’initiation de la transcription. TAFII250 fait partie du complexe TFIID, qui initie 
l’assemblage de la machinerie de transcription par la polymérase II. La spécificité de 
reconnaissance des bromodomaines pour un résidu acétylé en particulier dépend de la 
séquence adjacente en acides aminés (Berger 2007; Mujtaba et al. 2007).  
b) L’Ubiquitinylation 
L’ubiquitinylation consiste en l’ajout d’une ou plusieurs ubiquitines (petite protéine de 76 
aminés) sur un résidu lysine. L’ubiquitinylation est catalysée par des ubiquitine ligases et peut 
être enlevée par des déubiquitinases (Cao & Yan, 2012). 
 Les histones H2A, H2B, H3, H4 et H1, ont été décrites comme pouvant être 
ubiquitinylées. Cependant, les ubiquitinylations d’histones les plus étudiées portent sur H2A 
(Lysine 119) et H2B (Lysine120). Elles ont été impliquées principalement dans la régulation 
transcriptionnelle (Cao & Yan, 2012) (Figure 7). 
 La forme majoritaire d’ubiquitinylation de H2AK119 est la mono-ubiquitinylation. 
Elle a été associée à la répression transcriptionnelle. On la retrouve notamment enrichie dans 
les régions satellites de l’hétérochromatine et sur le chromosome X inactivé (de Napoles et al, 
2004; Fang et al, 2004). L’ubiquitinylation de H2AK119 est associée à la répression 
transcriptionnelle. La première ubiquitine ligase de H2A identifiée est RING1B, une sous 
unité du complexe répresseur Polycomb impliqué dans la répression des gènes homéotiques 
au cours du développement. RING1B est requise pour la répression par le complexe 
Polycomb (Cao et al, 2005). Depuis, plusieurs ubiquitine ligases de H2AK119 ont été 
impliquées dans la répression transcriptionnelle tandis que les déubiquitinases de H2AK119 
ont été impliquées dans l’activation de la transcription (Cao & Yan, 2012). Le mode d’action 
de H2AK119Ub dans la répression transcriptionnelle a été étudié. H2AK119Ub empêche 
notamment la di et la tri-méthylation sur H3K4, marques associées à l’activation 






inhibe l’élongation de la transcription en restreignant l’ARN Pol-II au promoteur. 
L’ubiquitinylation  H2AK119 Ub  
empêche l’éviction du dimère H2A-H2B du nucléosome, éviction nécessaire au passage de 
l’ARN polymérase (Zhou et al, 2008). 
 Quant à l’ubiquitinylation de H2B120, on la retrouve dans la région codante de gènes 
transcriptionnellement actifs. Il a été montré que H2B120Ub favorise l’activation 
transcriptionnelle en permettant la mise en place des méthylations sur H3K4, sur H3K79 et 
l’acétylation sur H4, marques associées à l’activation transcriptionnelle (Soares & 
Buratowski, 2013) . 
En dehors de la transcription, l’ubiquitinylation de H2A a été impliquée dans la 
réparation de l’ADN. Par exemple, la poly-ubiquitinylation de H2A et du variant H2AX sur 
leur lysine K63 est requise pour la réparation des dommages à l’ADN (Doil et al, 2009; Kolas 
et al, 2007; Stewart et al, 2009). L’ubiquitinylation de H2B a également été impliquée dans la 
réparation des dommages à l’ADN (Nakamura et al, 2011). Pour une revue détaillant les 
acteurs et le mode d’action de l’ubiquitinylation de H2A et H2B dans la transcription et la 
réparation de l’ADN voir (Cao & Yan, 2012). 
c) La Phosphorylation 
 
Les histones peuvent être phosphorylées sur les résidus sérine, thréonine et tyrosine. 
La phosphorylation des histones et des variants d’histone a été impliquée dans la régulation de 
divers processus chromatiniens incluant la transcription, la réparation de l’ADN et la 
ségrégation des chromosomes (Rossetto et al, 2012). Par exemple, la phosphorylation de la 
Sérine 129 du variant d’histone H2AX est impliquée dans la signalisation et la réparation des 
dommages à l’ADN. La phosphorylation de la sérine 10 de l’histone H3 (H3S10) participe à 
la ségrégation des chromosomes au cours de la mitose (Wei et al, 1999). Les 
phosphorylations sur H3S10, H3S11 et H3S28 ont été impliquées dans l’activation 
transcriptionnelle (Lo et al, 2001; Metzger et al, 2008). 
La phosphorylation coopère avec d’autres modifications des histones dans la 
régulation des processus chromatiniens. Dans l’activation transcriptionnelle par exemple, La 
phosphorylation sur les sérines H3S10 et H3S11 permet le recrutement  de l’histone 
acétyltransférase GCN5 et l’activation transcriptionnelle via l’acétylation de H3K9 et H3K14  
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(Lo et al, 2001; Metzger et al, 2008). La phosphorylation de H3S28 empêche la répression 
transcriptionnelle par le  complexe Polycomb en entraînant la déméthylation de la lysine K27 
adjacente, H3K27 devant être méthylée pour le recrutement du complexe PRC1 (Lau & 
Cheung, 2011). Lors de la ségrégation des chromosomes en mitose, des données suggèrent 
que H3S10 agit en modulant la tri-méthylation sur H3K9me3. En effet, l’entrée des cellules 
en mitose s’accompagne de l’éviction des protéines HP1 de la chromatine (Minc et al, 1999). 
Le recrutement de HP1 se fait via la méthylation de la lysine H3K9 adjacente à H3S10. Il a 
été montré que la phosphorylation de H3S10 est suffisante pour permettre l’éviction des 
protéines HP1 de la chromatine (Fischle et al, 2005), suggérant un liant négatif entre la 
méthylation sur H3K9me3 et la phosphorylation sur H3S10.   
De nombreuses études montrent le rôle de la phosphorylation des histones dans la 
régulation de la transcription et des processus chromatiniens évoqués ci-dessus. Elles ont fait 
l’objet d’une élégante revue par Rosseto et collaborateurs (Rossetto et al, 2012). 
 
d) La méthylation des histones 
 
La méthylation des histones est mise en place par des histones méthyltransférases et 
peut avoir lieu sur des lysines (K) ou des arginines (R) (Black et al, 2012).  
Les lysines peuvent être mono-, di- ou triméthylées par des histones lysines 
méthyltransférases (KMT). Les sites privilégiés de méthylation sur lysine dans les cellules de 
mammifères sont les lysines 4, 9, 27, 36, et 79 de l’histone H3 ainsi que la lysine 20 de 
l’histone H4. Depuis quelques années, il a été démontré que la méthylation des lysines, est 
réversible, avec la mise en évidence des déméthylases spécifiques des lysines (KDM) (Black 
et al, 2012; Shi et al, 2004). La méthylation des histones sur les lysines et son rôle dans  la 
régulation transcriptionnelle ont fait l’objet de ma thèse et seront abordées de façon plus 
détaillée dans le chapitre  « méthylation des lysines ».  
 
La méthylation des histones sur les arginines est caractérisée quant à elle par l’ajout 
d’un ou deux groupements méthyle, la diméthylation pouvant être symétrique ou asymétrique. 
Elle est mise en place par des enzymes spécifiques de résidu, les PRMT (Protein Arginine 
Methyl Transferase), qui sont classées en deux groupes : les PRMT de type I catalysent la 
diméthylation asymétrique tandis que les PRMT de type II sont responsables de la 
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diméthylation symétrique. La seule histone déméthylase de résidus arginine identifiée à ce 
jour est JMJD6 qui déméthylerait H3R2 et H4R3 (Chang et al, 2007). Cependant cette étude 
est controversée. En effet Webby et al. ont montré que l’activité catalytique dominante de 
JMJD6 est l’hydroxylation des lysines et ils n’ont pu observer aucune déméthylation 
d’arginine par JMJD6 (Webby et al, 2009). L’hypothèse que JMJD6 serait une arginine 
hydroxylase plutôt qu’une arginine déméthylase a été appuyée par la résolution de sa structure 
cristallographique (Mantri et al, 2010).  
Le retrait de la méthylation des arginines peut s’effectuer par la déimination du résidu 
arginine en citrulline par l’action des enzymes PAD (Peptidyl Arginine Déiminase). Dans ce 
cas il n’est plus possible de modifier le résidu par méthylation par la suite (Cuthbert et al, 
2004; Wang et al, 2004; Zhang et al, 2012).  
Qu’elle soit sur lysine ou arginine, la méthylation n’affecte pas la charge de l’histone 
et donc elle ne modifie pas l’interaction électrostatique entre l’ADN et les histones. Le résidu 
méthylé sera reconnu par des protéines ou complexes effecteurs qui possèdent des domaines 
de liaison spécifiques pour des résidus méthylés (tableau2). Ces effecteurs comprennent des 
complexes de remodelage de la chromatine, des protéines architecturales telles que HP1 
(Heterochromatin Protein 1, capable d’établir l’hétérochromatine), les différentes 
machineries de transcription, de réparation de l’ADN, ou de réplication mais également 
d’autres activités (acétyl-transférases, déacétylases, méthyltransférases, déméthylases), 
capables de mettre en place d’autres modifications de la chromatine, en cohérence avec la 
marque méthylée et le contexte chromatinien (Bannister & Kouzarides, 2011; Black et al, 
2012). De par le grand nombre de résidus  méthylés et des activités effectrices qu’elle va 
recruter, la méthylation des histones a été impliquée dans presque tous les mécanismes 
nécessitant l’accès à l’ADN (Transcription, réplication, Réparation de l’ADN, formation de 







e) L’hypothèse du code des histones 
 
L’hypothèse du code des histones, avancée en 2001, propose que la combinaison des 
différentes modifications va constituer un code qui une fois décrypté par des protéines 
lectrices permettra de dicter à la machinerie de transcription l’issue transcriptionnelle 
appropriée (Jenuwein and Allis 2001). Les protéines lectrices sont celles contenant un 
domaine de reconnaissance des résidus modifiés : bromodomaines, domaine PHD pour la 
liaison aux résidus acétylés, chromodomaines, domaines PHD et TUDOR pour les résidus 
méthylés (Bannister & Kouzarides, 2011; Taverna et al, 2007). Les études à grande échelle du 
profil des différentes modifications (et de la liaison de divers facteurs) sur le génome entier 
par des techniques dérivées de l’immunoprécipitation de chromatine ou ChIP (ChIP on chips, 
ChIP-seq) permettent de mieux comprendre la combinatoire du code des histones ainsi que 
ses conséquences fonctionnelles. L’analyse des données à grande échelle montre que le 
nombre de combinaisons différentes observées sur le génome est beaucoup moins important 
que celui attendu en théorie si les modifications étaient présentes au hasard, étant donné la 
diversité des modifications post-traductionnelles d’histones décrites (Karlic et al, 2010; 
Kharchenko et al, 2011; Wang et al, 2008). Ceci implique que la mise en place du code 
s’effectue de manière coordonnée grâce à un dialogue entre les marques, la présence de 
certaines influant sur la déposition ou l’éviction d’autres. Ainsi, différents mécanismes 
moléculaires impliquant les enzymes de modifications sont mis en place pour assurer cette 
coordination. L’analyse de ce dialogue entre les marques (appelé histones crosstalks) ainsi 
que les mécanismes moléculaires sous-jacents faisant intervenir les histones déméthylases ont 








B. La méthylation des histones sur les lysines 
 
I. Mise en place et enlèvement 
 Comme précédemment énoncé, les résidus lysines des histones peuvent être mono-, di, 
ou tri-méthylés. Ces modifications sont réversibles. Elles sont mises en place par et enlevées 
par des enzymes spécifiques de résidus et du degré de méthylation : les histone 
méthyltransférases et les histone déméthylases (Smith & Denu, 2009). 
1. Les histone méthyltransférases  
La très grande majorité des histone Lysine méthyltransférases (KMT) sont des 
protéines à domaine SET (Suvar3-9 and Enhancer of zeste) du nom de leur domaine 
catalytique constitué de 130 acides aminés qui catalyse la réaction de méthylation en utilisant 
comme donneur de méthyl la S-adenosyl-méthionine (SAM ou AdoMet) (figure 8). La seule 
KMT connue qui ne possède pas de domaine SET est DOT1 spécifique de H3K79. DOT1 
utilise également la SAM comme donneur de méthyl et son mécanisme enzymatique est 
proche de celui des KMT à domaine SET. Les KMT sont hautement spécifiques pour des 
résidus donnés (Black et al, 2012). Plus d’une trentaine d’histone méthyltransférases ont été 
identifiées à ce jour chez les mammifères. Leurs substrats sont récapitulés dans le tableau 3.  
 
2. Les histone déméthylases  
Du fait que sa demi-vie est proche de celle des histones, il a longtemps été admis que 
la méthylation ne pouvait être enlevée qu’en remplaçant l’histone méthylée par une autre non 
modifiée. La première histone déméthylase LSD1/KDM1 a été identifiée seulement en 2004 
(Shi et al, 2004). Cette découverte a ouvert la voie à l’étude de la méthylation des histones 
comme un processus hautement dynamique ainsi que sur l’implication des histone 
déméthylases dans la régulation de cette dynamique et de son impact sur les processus 
chromatinien. 
Il existe deux familles d’histone déméthylases. La première est la famille LSD1. Elle 
est constituée de seulement deux membres, LSD1 et son homologue LSD2 qui sont des amine 
oxydases qui utilisent comme co-facteur la FAD (Flavine Adenine Dinucleotide). Ces 
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enzymes peuvent déméthyler des formes mono- et di-méthylées de H3K4. Le mécanisme de 
déméthylation implique la formation d’un intermédiaire (Imine) qui ne peut être formé à partir 




Nommenclature Symbole officiel Substrats histones substrats non histone 
KMT1A SUV39H1 H3K9me2/3   
KMT1B SUV39H2 H3K9me2/3   
KMT1C G9a/EHMT2 H3K9me1/2-H3K27me1/2 
p53, G9a, C/EBPb, Reptin, RAR , 
MyoD 
      
DNMT1, CDYL1, WIZ, ACINUS, 
MEF2D 
KMT1D GLP/EHMT1 H3K9me1/2 p53 
KMT1E SETDB1 H3K9me2/3 Tat, ING2, UBF 
KMT1F SETDB2 H3K9me2/3   
KMT2A MLL1 H3K4me1-3   
KMT2B MLL2 H3K4me1-3   
KMT2C MLL3 H3K4me1-3   
KMT2D MLL4 H3K4me1-3   
KMT2E MLL5 H3K4me1-3   
KMT2F SETD1A H3K4me1-3   
KMT2G SETD1B H3K4me1-3   
KMT2H ASH1L H3K4; K9; K27 me1-3   
KMT3A SETD2 H3K36me3   
KMT3B NSD1 H3K36; K20 me1/2 NF-kB 
KMT3C SMYD2 H3K36me1/2 p53, Rb 




KMT3F NSD3/WHSC1L1 H3K4me2/3   
KMT3G NSD2/WHSC1 H3K4me1/2; H3K36me1/2    
    H4K20 me1/2; H3K27me1-3   
KTM4 DOT1L H3K79 me1-3   
KMT5A 
SET8/PR-
SET7/SETD8 H4K20 me1 p53 
KMT5B SUV420H1 H4K20me2/3   
KMT5C SUV420H2 H4K20me2/3   
KMT6A EZH2 H3K27me1-3  
KMT6B EZH1 H3K27me1-3   
KMT7 SET7/SET9/SETD7 H3K4me2 TAF10, p53, ERα, DNMT1, Rb, TAT,  
      PCAF,  E2F1,AR, STAT3, p65/RelA  
KMT8A PRDM2/RIZ1 H3K9me1-3   
KMT8B PRDM9 H3K4me3   
KMT8C PRDM6 H3K4me3   
KMT8D PRDM8 H3K9me2   
KMT8E PRDM3 H3K9me1   
KMT8F PRDM16 H3K9me1   




La deuxième famille comprend toutes les autres histone déméthylases connues à ce 
jour (Mosammaparast & Shi, 2010). Il s’agit des histones déméthylases à domaine JMJc qui 
sont des dioxygénases utilisant le Fe2+ et le 2-oxoglutarate (ou α-cetoglutarate) comme 
cofacteur. Le mécanisme catalytique de ces enzymes permet la déméthylation de résidus tri-
méthylés (figure 9). 
Près d’une trentaine de KDMs sont connues  à ce jour. A l’instar des histone 
méthyltransférases, elles sont spécifiques pour des résidus donnés et leur niveau de 
méthylation (Black et al, 2012; Mosammaparast & Shi, 2010). Le tableau 4 en dresse un 
récapitulatif avec leur(s) substrat(s) spécifique(s). Les bases structurales de la spécificité de 
substrat et du degré de méthylation des KMT ansi que des KDMs sont abordées dans la 
rubrique suivante.  
 
3. Spécificité de substrat des KMT et des KDM, apports de la cristallographie 
 
L’analyse des structures cristallographiques des KMT et des KDMs a permis de mieux 
comprendre leur spécificité pour les lysines méthylées et leur degré de méthylation (Black et 
al, 2012; Cramer, 2014; Mosammaparast & Shi, 2010). En effet cette spécificité dépend en 
grande partie de la capacité de l’enzyme à reconnaître et à accommoder son substrat. Ce 
chapitre se propose par quelques exemples de montrer comment la structure des KMT/KDM 
et leurs protéines partenaires participent à la spécificité de l’enzyme pour une lysine donnée 
ou son degré de méthylation. 
a) Les KMT 
La première lumière sur la spécificité de substrat a été apportée par la résolution de la 
structure cristallographique de KMT7 (SET7/SET9). L’accès à la chaîne latérale de la lysine 
par le domaine SET des KMT se fait via un canal étroit appelé le pore de méthylation. Le pore  
de méthylation est tapissé de chaînes latérales d’acides aminés qui sont importantes pour la 
méthylation de la lysine. Par exemple, Les mutations d’acides aminés du pore de méthylation 
de KMT7 changent son activité qui de H3K4 mono-méthyltransférase passe à H3K4 tri-






305) (Dillon et al, 2005). Ainsi la composition en acides aminés du pore de méthylation 
module la capacité d’une KMT donnée à méthyler un substrat spécifique. 
La capacité d’une KMT à méthyler un substrat donné peut également être modulée par les 
partenaires de celle-ci. In vitro,  KMT2A/MLL1 est capable in vitro de mono- ou di-méthyler  
H3K4. Il a été montré in- vitro et in-vivo, qu’en présence de ses partenaires Ash2L, RbBP5 et 
WDR5 qui ne possèdent pas d’activité catalytique, elle peut également tri-méthyler ce résidu 




Nomenclature Symbole Officiel Substrats histones Substrats non histones 
KDM1A KDM1A/LSD1 H3K4me1/2; H3K9me1/2 
p53, E2F1, DNMT1, STAT3, 
MEF2D 
KDM1B KDM1B/LSD2/ H3K4me1/2   
KDM2A KDM2A/FBXL11/JHDM1A H3K36me1/2 p65, NF-kB 
KDM2B KDM2B/FBLX10/JHDM1B H3K36me1/2; H3K4me3   
KDM3A KDM3A/JHDM2A H3K9me1/2   
KDM3B KDM3B/JHDM2B ?   
KDM3C JMJD1C ?   
KDM4A KDM4A/JMJD2A/JHDM3A H3K9me2/3; H3K36me2/3 G9a (testé seulement sur peptides) 
KDM4B KDM4B/JMJD2B H3K9me2/3; H3K36me2/3   
KDM4C KDM4C/JMJD2C/GASC1 H3K9me2/3; H3K36me2/3   
KDM4D KDM4D/JMJD2D H3K9me2/3; H3K36me2/3   
KDM5A KDM5A/JARID1A/RBP2 H3K4me2/3   
KDM5B KDM5B/JARID1B/PLU1 H3K4me2/3   
KDM5C KDM5C/JARID1C/SMCX H3K4me2/3   
KDM5D KDM5D/JARID1D H3K4me2/3   
KDM6A KDM6A/UTX H3K27me2/3   
KDM6B KDM6B/JMJD3 H3K27me2/3   
KDM7A JHDM1D/KIAA1718 H3K9me1/2;H3K27me1/2   
KDM7B PHF8/JHDM1F H3K9me1/2; H4K20me1   
KDM7C PHF2/JHDM1E H3K9me2 ARID5B 
KDM8 JMJD5 H3K36me2   
 





b) Les KDM  
Comme pour les KMT, des partenaires et des résidus clés de l’activité et de la 
spécificité de substrat des KDM ont été identifiés. Par exemple, la co-crystallisation de LSD1 
avec son complexe partenaire Co-REST a montré que l’interaction avec ce dernier permettait 
recruter LSD1 au nucléosome afin que celle-ci puisse déméthyler son substrat. En effet in 
vitro LSD1 est capable de déméthyler H3K4me2 sur des peptides mimant la queue de 
l’histone H3 mais pas sur des nucléosomes reconstitués. Cependant en présence de Co-REST 
recombinant, LSD1 peut déméthyler H3K4me dans les nucléosomes. Cette capacité à 
déméthyler des nucléosomes est perdue par les formes de LSD1 mutées pour leur capacité à 
interagir avec Co-REST (Lee et al, 2005; Shi et al, 2005; Yang et al, 2006). LSD1 a été 
identifiée pour sa capacité à déméthyler H3K4me2 et me1. Cependant il a été montré in vitro 
et in vivo qu’en présence du récepteur aux androgènes, LSD1 est capable de déméthyler 
H3K9me2 (Metzger et al, 2005). 
 Le domaine catalytique des KDM à domaine JMJc est un tonneau Beta qui coordonne  
les cofacteurs (2OG et Fe2)(Cramer, 2014). La structure cristallographique de l’histone  
déméthylase JMJD2A/KDM4A a été extensivement étudiée et a permis de mieux comprendre 
la spécificité de substrat et de degré de méthylation des KDMs. JMD2A/KDM4A est 
spécifique des formes di- et tri-méthylées des lysines H3K9 et H3K36  avec  une forte activité 
contre les formes triméthylées et une plus faible activité contre les formes diméthylées. Quant 
à JMJD2D elle présente une forte activité aussi bien contre les formes triméthylées que les 
formes di-méthylées. Un motif de deux acides aminés appelé β5 a été impliqué dans la 
spécifité pour le niveau de méthylation. En effet la mutation du β5 de JMJD2A (Ser-Thr) en 
celui de  JMJD2D (Ala-Ile) change la spécificité de JMJD2A pour les niveaux de méthylation 
en celle de JMJD2D et inversement (Chen et al, 2006). De plus, la mutation de l’isoleucine 71 
de JMJD2A n’a pas d’effet in vitro sur la déméthylation de H3K9 mais diminue fortement la 
déméthylation de H3K36 (Hillringhaus et al, 2011).  
La cristallisation de JMJD2A avec une queue d’histone monométhylée sur H3K9 a 
montré que JMJD2A ne déméthyle pas la forme monométhylée parce que le groupement 
méthyle est dans une conformation où il est orienté à l’opposé de l’atome de fer dans le site 
catalytique. La queue d’histone apporte également de la spécificité puisque les résidus 
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avoisinant la lysine à déméthyler sont également impliqués. Ainsi des motifs  diglycine après 
la lysine 9 (H3G12 - H3G13) et avant la lysine 36 (H3G33-H3G34) permettent la flexibilité 
du peptide pour accommoder la poche catalytique de l’enzyme. La mutation de ces glycines 
ou leur mutation en proline entraîne une baisse significative de l’activité déméthylase de 
JMJD2A (Wilson, 2007) . 
Ainsi, comme pour les KMT, la spécificité de substrat des KDM dépend de résidus 
présents sur l’enzyme, de ses partenaires mais également de la lysine à déméthyler et de son 
environnement.  
 
II. Rôles de la méthylation des histones sur lysines 
 
De par sa capacité à moduler la structure de la chromatine la méthylation des histones 
intervient dans la régulation des processus nécessitant un accès à l’ADN. Dans ce paragraphe, 
je décris le rôle de la méthylation des histones sur lysines dans des processus chromatiniens 
clés. J’ai choisi d’aborder de façon succinte, l’implication de la méthylation des histones sur 
lysine dans la mise en silence de l’hétérochromatine, l’épissage et  la réplication. Le rôle de la 
méthylation dans la régulation de la transcription, qui constitue le cœur de mon travail de 
thèse sera abordé de manière plus complète. Enfin, une brève rubrique abordera l’implication 
de la méthylation dans la régulation de protéines autres que les histones.  
1. La mise en silence de l’hétérochromatine 
 De la levure à l’homme, les régions de l’hétérochromatine sont caractérisées par un 
très fort enrichissement en H3K9me3/me2 et H4K20me3 (Barski et al, 2007). La régulation 
de la mise en silence  de ces régions est importante pour le maintien de la stabilité du génome. 
Chez la drosophile, la perte de la méthylation de H3K9 se traduit par l’apparition de 
dommages à l’ADN dans l’hétérochromatine et des défauts de mitose. De même, chez la 
souris la déplétion de suv39H1/H2  entraîne la perte de H3K9me3 dans l’hétérochromatine 
péricentrique, un ralongement des télomères et une augmentation de la fréquence de 
recombinaison des télomères. On observe un phénotype similaire dans les MEFs déplétées 
pour suv420H1/H2, KMT spécifique de  H4K20 (Benetti et al, 2007; Garcia-Cao et al, 2004; 
Peters et al, 2001). 
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Une étude récente a montré que la mono-méthylation de H3K9 sur les histones libres 
par les KMT PRDM3 et PRDM16 dans le cytoplasme est requise pour la formation de 
l’hétérochromatine. Ces histones mono-méthylées sont incorporées dans l’hétérochromatine 
où elles seront ensuite tri-méthylées. La déplétion de PRDM3 et PRDM16 dans les cellules de 
souris se traduit par la perte de H9K9me3 et des défauts de formation de l’hétérochromatine 
(Pinheiro et al, 2010).   
2. L’épissage 
L’analyse des données à grande échelle montre que les exons et les introns se 
distinguent par leur profil de méthylation. Par exemple dans une ORF, les exons qui sont 
exprimés sont enrichis en H3K4me3, H3K36me3, H4K20me1 et H3K79me1, tandis que les 
introns sont enrichis en H3K4me1 et H3K36me1 (Dhami et al, 2010; Spies et al, 2009). Ces 
observations  suggèrent  un rôle fonctionnel de ces modifications d’histone dans les 
mécanismes d’épissage.  
Il a en effet été montré que les profils de méthylation  sur H3K36me3 et H3K4me3 
permettent de réguler l’inclusion ou l’exclusion d’exons lors de l’épissage de l’ARNm de 
FGFR2 épissés alternativement (Luco et al, 2010). Cette régulation passe par le recrutement 
de la protéine PTBP1 (Polypirimidin Tract-Binding Protein). Il a également été montré que 
H3K4me3 influence l’épissage alternatif en modulant le recrutement de CHD1 (Sims et al, 
2007). De plus l’enrichissement de H3K9me3 dans la région codante de certains gènes a été 
impliqué dans l’épissage alternatif (Saint-Andre et al, 2011). Ces résultats montrent que la 
méthylation des histones joue un rôle important dans la composition des transcrits en recrutant 
directement ou indirectement des facteurs d’épissage.  
3. La réplication : 
La réplication de l’ADN comprend quatre étapes principales. La première est la 
reconnaissance des origines de réplication par le complexe ORC (Origine Recognition 
Complex). Il y aura ensuite recrutement au site de liaison de ORC des protéines CDC6 (Cell 
division Control 6) et MCMs (MiniChromosome Maintenance) pour former le complexe de 
pré-réplication (pre-RC pour pre-Replication Complexe). Les origines de réplication sont 
ensuite  « activées » par des kinases comme CDC45. L’élongation de la réplication peut 
ensuite commencer. Chez les mammifères, la méthylation des histones notamment sur les  
lysines H4K20, H3K4 et H3K79 a été impliquée dans la régulation à différentes étapes du 
processus de réplication (Rivera et al, 2014). 
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Les formes di- et tri- méthylées de H4K20 ont été impliquées dans le recrutement du 
complexe ORC. Par exemple, le domaine BAH de la sous-unité ORC1 interagit avec 
H4K20me2 et est requis pour le recrutement de ORC1 à la chromatine, tandis que la sous-
unité ORCA interagit avec H4K20me3 (Beck et al, 2012a; Kuo et al, 2012).  Il a été montré 
que le recrutement du pre-RC s’accompagne d’une augmentation de H4K20me1 aux origines 
de réplication (Beck et al, 2012b). Chez les mammifères, la seule KMT connue spécifique de 
H4K20me1 est PR-Set7 (KMT5A). L’adressage ectopique de PR-Set7 conduit au recrutement 
de protéines du pre-RC  à un locus connu pour ne pas contenir d’origine de réplication. La 
protéine PR-set7 est recrutée aux origines de réplication. Elle est ensuite dégradée pendant la 
phase S. L’inhibition de cette dégradation entraîne de la re-Replication (Tardat et al, 2010). 
Plus tard, il a été montré que l’induction du recrutement du pre-RC et de la re-réplication par 
PR-set est dépendante de Suv4-20h (capable de di- et tri- méthyler H4K20) et que la sous-
unité ORCA du complexes ORC peut se lier à H4K20me3 (Beck et al, 2012a). Ceci suggère 
un mécanisme processif dans lequel H4K20 serait mono-méthylée par PR-Set7 puis di- ou tri-
méthylée par Suv4-20 pour permettre le recrutement du pre-RC. 
Des études indiquent que la méthylation de H3K4 régule négativement l’activation des 
origines de réplication en  empêchant le recrutement de CDC45. En effet il a été montré in 
vitro que   la méthylation sur H3K4 empêche le recrutement de  CDC45 sur des peptides 
mimant la queue de H3. De plus, sur le locus beta globine méthylé sur H3K4 il existe une 
origine de réplication qui n’est pas activée. Cependant la surexpression d’un mutant 
catalytiquement inactif de MLL (H3K4 méthyltransférase) entraine l’activation de cette 
origine de réplication (Liu et al, 2010a).  
H3K79me2 a également été impliquée dans la régulation de la réplication où elle 
servirait à empêcher la re-réplication. En effet, des études à l’échelle du génome dans les 
cellules humaines K562 montrent un enrichissement de H3K79me3 à des sites d’initiation de 
la réplication La déplétion de la protéine DOT1L responsable de la méthylation de H3K79 
entraîne de  la re-réplication certaines régions du génôme (Fu et al, 2013).  
 Indirectement, la tri- méthylation de H3K9 a été impliquée dans la régulation de la 
réplication. En effet, les régions de l’hétérochromatine constitutive, hautement compactées, 
sont répliquées de façon tardive. Les protéines HP1 (Heterochromatin Protein 1) qui 
permettent la mise en place et le maintien de l’hétérochromatine sont recrutées grâce à leur 
chromodomaine par H3K9me3 mise en place par la KMT SUV39H1. L’histone déméthylase 
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JMJD2A (Spécifique de H3K9me3/2) a été impliquée dans la régulation du timing de 
réplication. JMJD2A est requise pour la décompaction de ces régions de l’hétérochromatine 
au cours de la réplication tardive où elle entraîne la déméthylation de H3K9me3 et l’éviction 
de HP1γ. La surexpression de JMJD2A entraîne un raccourcissement de la phase S. Ce 
phénotype est réversé en surexprimant également HP1 γ  (Black et al, 2010). Ce rôle dans la 
réplication a été appuyé par une seconde étude qui montre que la surexpression de JMJD2A 
entraîne une augmentation du nombre de copies de loci (1q12, 1q21 et Xq13.1) amplifiés dans 
les cancers. La surexpression de JMJD2A conduit à la décompaction de ces loci et au 
recrutement de la machinerie de réplication. Ce phénotype est inversé en surexprimant HP1γ 
et SUV39H1 (Black et al, 2013). 
 Beaucoup reste à savoir sur les mécanismes impliquant la méthylation des lysines, les 
KMT et les KDMs dans la régulation de la réplication. Améliorer notre compréhension de ces 





4. La Méthylation des lysines dans la régulation de la transcription 
a)   Les marques de méthylation et la régulation de la transcription 
 
La méthylation des histones régule la transcription en modulant d’une part le niveau 
de compaction de la chromatine  et d’autre part le recrutement de la machinerie 
transcriptionnelle. Cette régulation est complexe car l’impact sur la transcription sera différent 
en fonction du résidu méthylé, du niveau de méthylation (mono, di ou tri ) et de la position du 
nucléosome sur le gène (Bannister & Kouzarides, 2011; Black et al, 2012). 
Les résidus méthylés sur les histones concernent majoritairement les queues N-
terminale  des histones qui émergent du nucléosome. Des résidus du domaine globulaire 
peuvent également être méthylé. C’est le cas de la lysine H3K79 de l’histone H3(Tessarz & 
Kouzarides, 2014). Cinq lysines de l’histone H3 H3K4, H3K9, H3K27 (queue de H3) et 
H3K79 (Domaine globulaire), et une de la queue de  H4, H4K20 ont été identifiées comme 
étant méthylées et dont la méthylation est associée à la régulation de la transcription. Il s’agit 
des lysines H3K4 et H3K36 (queue de H3), H3K79 (domaine globulaire), Chez les eucaryotes 
supérieurs, du fait du grand nombre de gènes qui codent pour les histones, il est impossible de 
dépléter ou de muter des histones (Ederveen et al, 2011) . Le rôle assigné à une modification 
d’histone dans la transcription est donc basé sur la corrélation entre la présence de cette 
marque et l’état transcriptionnel d’une part, et  d’autre part sur l’effet obtenu lorsque l’on 
module les enzymes qui mettent en place ou enlèvent cette marque.  Les méthylations sur 
H3K4, H3K36, et H3K79 sont ainsi associées aux gènes actifs et à l’activation 
transcriptionnelle tandis que les méthylation sur H3K9, H3K27 et H4K20 sont associées aux 
gènes réprimiés et à la répression transcriptionnelle. Dans ce chapitre je présente ces 
différentes marques et leur implication dans la régulation de la transcription. 
i.  Marques de méthylation généralement associées aux gènes actifs : H3K4 et H3K36 
 
Méthylation sur H3K4 : 
 La tri-méthylation sur H3K4 (H3K4me3)  est une des première méthylation d’histones  
identifiée et caractérisée (Bannister & Kouzarides, 2011; Black et al, 2012). H3K4me3 est 
une marque majeure associée à l’activation transcriptionnelle. En effet, les analyses à 
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l’échelle du génome montrent qu’elle est enrichie au promoteur et au site d’initiation de la 
transcription des gènes actifs (Barski et al, 2007). Comme décrit plus haut dans la rubrique 
méthylation des histones, les résidus méthylés sont reconnus par des effecteurs qui vont 
réguler la transcription (Black et al, 2012). Chez les mammifères, H3K4me3 est reconnue 
notamment par le domaine PHD de la protéine TAF3 qui appartient à la sous unité TFIID de 
l’ARN polymérase 2. Il a été ainsi montré in vivo que la perte de la H3K4me3 sur certains 
gènes entraine une diminution du recrutement de TFIID au niveau de leur promoteur, ce qui 
se traduit par une baisse de la transcription (Vermeulen et al, 2007). H3K4me3 est également 
reconnu par le complexe de remodelage de la chromatine CHD1 qui favorise l’élongation de 
la transcription en participant au désassemblage des nucléosomes dans la région promotrice 
de gènes. (Ehrensberger & Kornberg, 2011). H3K4me3 favorise également la transcription en 
empêchant le recrutement de répresseur transcriptionnels comme le complexe  NuRD qui 
possède une activité de remodelage de la chromatine et une activité histone déacétylase 
(Nishioka et al, 2002; Zegerman et al, 2002) ou encore le facteur DNMT3L impliqué dans la 
méthylation de l’ADN (Ooi et al, 2007). 
A la lumière de ces données, la triméthylation de H3K4 est largement associée à 
l’activation de la transcription. Cependant, de façon intéressante, Il a également été montré 
qu’en cas de dommage à l’ADN, la triméthylation de H3K4 recrute le complexe represseur 
mSIN3A/HDAC1 qui va réprimer la transcription au niveau de gènes actifs. Dans ce dernier 
cas  H3K4me3 sert de marqueur de gènes actifs qui va conduire à réprimer ceux-ci dans un 
contexte défavorable (Shi et al, 2006). Cette observation souligne le fait qu’il est difficile 
d’associer systématiquement une modification d’histone à l’activation ou la répression de la 
transcription, l’impact de la marque pouvant être modulé par le contexte cellulaire. 
La diméthylation de H3K4 est retrouvée sur les gènes actifs, un peu en  aval de la 
triméthylation H3K4me3 et dans le début de la région codante. De ce fait il est admis que 
cette modification favorise la transcription (Barski et al, 2007). Mais cette hypothèse est 
remise en cause par les travaux chez la levure qui montrent que la déplétion de l’enzyme 
responsable de la méthylation de H3K4 se traduit par l’augmentation de l’acétylation (marque 
activatrice) dans les régions normalement méthylées sur H3K4me2. Cette étude montre que 
H3K4me2 recrute le complexe histone déacétylase set3C (pour set3 Complex) dont la sous 
unité set3 possède un domaine PHD capable de lier H3K4me2. Ces données soutiennent le 
modèle selon lequel H3K4me2 servirait à limiter l’acétylation des histones, en dehors de la 
région promotrice afin de limiter l’initiation cryptique de la transcription. La découverte 
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récente des histones déméthylases spécifiques de H3K4me3 ouvre également la possiblité 
d’un modèle non contradictoire avec le précédent selon lequel, suite au passage de l’ARN 
polymérase, H3K4me3 pourrait être déméthylée en H3K4me2 qui recruterait des histones 
déacétylases pour refermer la chromatine (Buratowski, 2009; Buratowski & Kim, 2010).  
La monométhylation de H3K4 (H3K4me1) a longtemps été considérée comme une 
marque spécifique des enhancers du fait de son fort enrichissement dans ces régions où elle 
est mise en place par le complexe histone méthyltransférase MLL3/4(Barski et al, 2007; 
Outchkourov et al, 2013). Une étude récente montre que les KMTs MLL3/4 établissent 
H3K4me1 au promoteur de certains gènes musculaires lorsque ceux-ci sont réprimés dans les 
myoblastes. L’activation de ces gènes lors de la myogénèse se traduit  par une diminution de 
H3K4me1 au profit de H3K4me3. Cette étude montre également que la présence de 
H3K4me1 dans la région codante de gènes actifs sert à y empêcher le recrutement de facteurs 
normalement recrutés par H3K4me3 tels que ING1 et mSIN3A et qui doivent être restreints à 
la région promotrice (Cheng et al, 2014).  
 
Méthylation sur H3K36: 
La tri-méthylation sur H3K36 est une autre marque majeure associée aux gènes actifs 
(Barski et al, 2007). Le rôle de H3K36me3 dans la transcription est conservé de la levure à 
l’homme (Wagner & Carpenter, 2012). On retrouve H3K36 me3 dans la région codante des 
gènes actifs. Les travaux chez la levure ont permis de montrer que l’histone méthyltransférase 
Set2 est recrutée par l’ARN polymérase II en cours d’élongation pour tri- et di-méthyler 
H3K36 dans la région codante des gènes transcrits. H3K36me3 et H3K36me2 permettront 
ensuite le recrutement du complexe histone déacétylase Rpd3S via sa sous unité à 
chromodomaine Eaf3 et le domaine PHD de Rpd3S. Le complexe Rpd3S permet la 
recompaction de la chromatine après le passage de l’ARN  polymérase et ainsi éviter 
l’initiation abberrante de transcription dans la région codante (Carrozza et al, 2005; Keogh et 
al, 2005). Des données suggèrent que ce mécanisme serait conservé chez l’Homme. En effet, 
on retrouve également H3K36me3 dans la région codante des gènes actifs chez l’humain 
(Barski et al, 2007). La protéine SET2 humaine est également recrutée par l’ARN Pol II. De 
plus, le complexe histone déacétylase MRG15 chez l’humain interagit avec 
H3K36me3(Wagner & Carpenter, 2012). Il a été montré que le complexe MRG15 qui 
contient notamment l’histone déméthylase JARID1A/KDM5A est recruté dans la région 
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codante de gènes actifs et limite l’initiation cryptique de la transcription en déméthylant 
H3K4 (Hayakawa et al, 2007) .  
Si le rôle de la triméthylation de H3K36me3 dans l’élongation de la transcription a été 
caractérisé, très peu de choses ont été décrites à ce jour sur la mono et la diméthylation de 
H3K36. 
 
Méthylation sur H3K79  
La méthylation de H3K79 est mise en place par l’histone  méthyltransférase DOT1. En 
effet la déplétion des homologues de Dot1/DOT1L chez la levure, la drosophile ou chez la 
souris se traduit par une perte totale de la méthylation sur H3K79 (Jones et al, 2008; 
Shanower et al, 2005; van Leeuwen et al, 2002). Les analyses à l’échelle du génome montrent 
que les trois niveaux de méthylation sur H3K79 marquent le corps des gènes actifs, suggérant 
un rôle dans l’élongation de la transcription (Schubeler et al, 2004). Il a été montré que 
l’activité méthyltransférase de DOT1L était positivement régulée par la protéine PAF3 qui 
interagit avec l’ARN polymérase en cours d’élongation. De plus, des études protéomiques 
montrent que DOT1 se retrouve en complexe avec les protéines ENL (Eleven Nineteen 
Leukemia)  et p-TEFb (positive Transcriptional Elongation Factor), impliquées toutes les 
deux dans l’élongation de la transcription. p-TEFb/CDK-9 est une CDK (kinase dépendante 
des cyclines) impliquée dans la phosphorylation de la sérine 2 du CTD de l’ARN Pol-II, 
phosphorylation requise pour la transition entre initiation et élongation de la transcription.  
ENL interagit avec le CTD de l’ARN polymérase. Il a été montré que la déplétion de ENL 
entraîne une diminution de la diméthylation sur H3K79 qui s’accompagne d’une baisse 
globale des niveaux d’élongation de la transcription mesurés par run-on (Mueller et al, 2007).  
Le rôle de la méthylation de H3K79 dans la régulation de la transcription est appuyé 
par des études fonctionnelles in- vivo chez la souris (Nguyen et al, 2011) et dans les cellules 
de carcinome embryonnaire humain NCCIT (Kim et al, 2012) qui montrent que la 
méthylation de DOT 1 s’accompagne de la répression transcriptionnelle et de l’augmentation 





ii. Les Marques associées aux gènes réprimés : 
 
a-Méthylation sur H3K9  
On retrouve la tri- et la di-méthylation de H3K9 au promoteur des gènes réprimés et 
dans les régions de l’hétérochromatine constitutive comme facultative(Black et al, 2012). Ces 
marques sont reconnues par les protéines HP1 (hétérochromatin protein 1) via leur 
chromodomaine. Les protéines HP1 sont capables de dimériser via leur domaine CSD 
(Chromo Shadow Domain). Elles vont ainsi réprimer le gène en y établissant 
l’hétérochromatine, structure compacte et réfractaire à la transcription (Kouzarides, 2007). De 
nombreuses études ont établi le rôle de H3K9me3 et H3K9me2 dans la répression 
transcriptionnelle (Bannister & Kouzarides, 2011; Black et al, 2012). Par exemple la tri-
méthylation de H3K9 par l’histone méthyltransférase Suv39H a été impliquée dans la 
répression transcriptionnelles des gènes cibles de E2F lors de la différenciation musculaire 
(Ait-Si-Ali et al, 2004). SUV39H a également été impliquée dans la répression des gènes 
ribosomiques (Murayama et al, 2008). Ainsi il est largement admis que H3K9me3 et 
H3K9me2 sont des marques de la répression transcriptionnelle. Cependant, des études 
suggèrent un rôle de ces marques dans l’activation de la transcription. En effet on retrouve 
H3K9me2 et H3K9me3 dans la région codante de gènes actifs (Vakoc et al, 2005; Yuan et al, 
2007; Zentner et al, 2011). Cette présence corrèle avec le recrutement du variant HP1γ et est 
dépendante de l’activité transcriptionnelle. Toutefois les mécanismes par lesquels 
H3K9me2/3 et HP1γ participent à l’activation transcriptionnelle restent à élucider. Kwon et 
collaborateurs montrent que le recrutement par HP1γ de l’histone chaperonne FACT, 
impliquée dans la mise en place et l’enlèvement des nucléosomes  est requis pour l’activation 
transcriptionnelle de gènes impliqués dans la réponse au choc thermique (Kwon et al, 2010b). 
b- La méthylation sur H3K27 
La tri-méthylation de H3K27 a été impliquée dans la répression par le complexe 
Polycomb des gènes homéotiques impliqués dans le lignage cellulaire. H3K27 est tri-
méthylée par le complexe PRC2 (Polycomb Repressive Complex 2) via ses sous unités à 
domaine Set,  EZH1 et EZH2. H3K27me3 sert ensuite de point d’ancrage pour le recrutement 
du complex PRC1 (Polycomb Repressive Complex 1) via différentes sous unités à 
chromodomaines. Le recrutement de PRC1 entraîne l’ubiquitinylation de H2A K119 et la 
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compaction de la chromatine (Di Croce & Helin, 2013; Morey & Helin, 2010). Il a été montré 
que l’activité ubiquitine ligase du complexe PRC1 est requise pour la répression 
transcriptionnelle (Di Croce & Helin, 2013). Le rôle de H2AK119-Ub dans la répression 
transcriptionnelle a été développé dans la rubrique ubiquitinylation des histones.  
Peu de choses sont connues sur la mono et la diméthylation de H3K27. Toutefois, une 
étude récente a montré que H3K27me3, H3K27me2 et H3K27me1 occupent des régions bien 
distinctes du génome et que la mise en place  de H3K27me1  dans la région codante de gènes 
actifs par PRC2 est requise pour leur activation transcriptionnelle, tandis que H3K27me2 
permet la répression à certains enhancers en empêchant l’acétylation sur H3K27 (Ferrari et al, 
2014). 
 
c-La méthylation sur H4K20  
La triméthylation sur H4K20 est associée l’hétérochromatine et à la répression 
transcriptionnelle. La diminution du niveau de H4K20me3 au promoteur de certains gènes a 
été corrélée avec leur activation transcriptionnelle (Kwon et al, 2010a). De plus l’inhibition 
ou la déplétion chez la souris de Suv4-20H, KMT spécifique de H4K20 entraîne une 
dérepression de la transcription sur de nombreux gènes (Miranda et al, 2009; Schotta et al, 
2008). 
 La monométhylation de H4K20 a été associée à l’activation de la transcription dans 
différents modèles cellulaires. Cependant d’autres études montrent que la méthylation sur 
H4K20 est associée à des régions transcriptionnellement réprimées (Karachentsev et al, 
2005). En effet H4K20me1 peut être reconnue par la protéine L3MBT, impliquée dans la 
répression transcriptionnelle (Kalakonda et al, 2008). 









d- Les promoteurs bivalents : 
Certains promoteurs dits bivalents  présentent  à la fois la marque H3K4me3 associée à 
l’activation transcriptionelle et H3K27me3 associée à la répression. Les gènes bivalents sont 
dans un état dit en pause caractérisé par la présence concomittante de l’ARN polymérase et du 
complexe répresseur Polycomb (Di Croce & Helin, 2013; Morey & Helin, 2010). Ils peuvent 
donc être rapidement activés ou réprimés de manière stable en réponse à un stimulus.  Ce 
marquage bivalent est retrouvé principalement  au niveau des gènes de détermination des 
lignages cellulaires ou de la différenciation, au cours du développement précoce ou dans les 
cellules souches chez l’adulte (Di Croce & Helin, 2013). Ainsi, au cours de la différenciation, 
les gènes correspondant au lignage voulu seront activés (déméthylation de H3K27me3) tandis 
que ceux des autres lignages seront réprimés (déméthylation de H3K4me3)(Bernstein et al, 
2006) (figure 10). L’histone déméthylase KDM5A/JARID1A a été impliquée dans la 
déméthylation de H3K4me3 sur les gènes bivalents et leur répression (Pasini et al, 2008). 
L’histone déméthylase UTX spécifique de H3K27me3 a été impliquée dans leur activation 
(Seenundun et al, 2010). 
Les promoteurs bivalents ne concernent pas que les gènes impliqués dans le 
développement. En effet, Xie et collaborateurs ont mis en évidence la présence de copies à 







b) Les familles JMJD2/KDM4 et JARID1/KDM5 dans la régulation transcriptionnelle 
 
Au cours de ma thèse, je me suis intéressé, d’une part, au rôle de l’histone déméthylase 
KDM4/JMJD2A dans la régulation des gènes ribosomiques, et d’autre part, à l’implication de 
KDM5A/JARID1A et KDM5B/JARID1B dans la régulation transcriptionnelle des gènes 
cibles de E2F (Voir rubrique objectifs de la thèse). JMJD2A et JARID1A/B appartiennent 
respectivement aux familles des KDM4/JMJD2 et KDM5/JARID1. Dans cette rubrique je 
présente les protéines de ces deux familles d’histones déméthylases en mettant l’accent sur 
leur implication dans la régulation transcriptionnelle. 
i. Famille des KDM4/JMJD2 
 
La famille des  KDM4, ou JMJD2 (Jumonji Domain 2) ou encore JHDM3 comporte 4 
membres, JMJD2A à D. JMJD2A, B et C sont spécifiques des résidus H3K9 et H3K36 di et 
tri-méthylé. JMJD2D ne déméthyle pas H3K36. Les JMJD2 peuvent également déméthyler 
les formes triméthylées de la lysine 26 de l’isotype H1.4 de l’histone linker H1 
(H1.4K26me3). Cette marque et sa fonction sont moins bien caractérisées (Trojer et al, 2009). 
Les JMJD2 possèdent dans leur région N-terminale les domaines JmjC et JmjN qui portent 
l’activité catalytique. JMJD2A-C possèdent en plus deux domaines PHD et deux domaines 
TUDOR capables d’interagir avec d’autres protéines ou avec des résidus méthylés. Par 
exemple, le double domaine TUDOR de JMJD2A reconnait H3K4me3 et H3K20me2 (Berry 




JMJD2A  a été impliquée dans la régulation de la transcription. Aussi bien dans l’activation 
que dans la répression.  
En accord avec son activité déméthylase contre la marque répressive H3K9, plusieurs 
études ont montré que JMJD2A peut participer à l'activation de la transcription. Elle a ainsi 
été impliquée dans l’activation transcriptionnelle en coopération avec les récepteurs aux 
oestrogènes et aux androgènes. Dans ces cas l’activation transcriptionnelle des gènes cibles 
est dépendante de l’activité déméthylase de JMJD2A et s’accompagne de la déméthylation de 
H3K9 au promoteur des gènes cibles (Berry et al, 2012; Shin & Janknecht, 2007). JMJD2A a 
ainsi été décrite comme un effecteur régulé pour permettre la transcription de gènes. En effet, 
Le niveau de JMJD2A est régulé par différentes ubiquitine ligases dont RNF8, capables 
d’induire sa dégradation par le protéasome (Mallette et al, 2012). Dans les adipocytes, le 
facteur de transcription GPS2 (G Protein Suppressor 2) est requis pour activer des gènes 
comme ATGL (Adipose triglycéride lipase) ou HSL (Hormone Sensitive lipase). Pour activer 
ces gènes cibles GPS2 inhibe la dégradation de JMJD2A par RNF8. Ceci se traduit par une 
augmentation du niveau de JMJD2A qui conduit à la déméthylation de H3K9 au promoteur 
des gènes cibles (Cardamone et al, 2014). JMJD2A peut également agir comme plateforme de 
recrutement pour d’autres protéines. Par exemple, Mon équipe d’accueil a montré qu’une 
petite isoforme de JMJD2A (∆N-JMJD2A) est requise pour l’activation transcriptionnelle de 
la myogénine au cours de la différenciation musculaire. La différenciation des myoblastes en 
myotubes requiert l’activation transcriptionnelle de la myogénine, gène clé du programme de 
différenciation musculaire. ∆N-JMJD2A est dépourvue d’activité catalytique, ce qui indique 
qu’elle participe au recrutement d’une autre histone déméthylase qui déméthyle H3K9me3. 
De façon intéressante, la déplétion de JMJD2C reproduit les effets de celle de JMJD2A et 
∆N-JMJD2A sur la différenciation musculaire et ∆N-JMJD2A interagit avec JMJD2C, 
suggérant que JMJD2C soit recrutée par ∆N-JMJD2A au niveau du promoteur de la 
myogénine pour déméthyler H3K9me3 (Verrier et al, 2011a). 
 Avant l’identification de  son activité déméthylase, JMJD2A était connue comme un 
co-répresseur transcriptionnel. Ainsi, avec la protéine du rétinoblastome (Rb) et l’histone 
déacétylase HDAC2, elle a été impliquée, par des tests de transactivation, dans la répression 
transcriptionnelle de gènes cibles de E2F (Gray et al, 2005). Elle est recrutée avec le 
complexe répresseur N-Cor et participe à la répression du gène ASCL2 (Klose et al, 2006; 
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Zhang et al, 2005). Plus récemment il a été montré qu’elle inhibe la sénescence induite par 
l’oncogène Ras. Son action dans ce processus passe par la répression transcriptionnelle du 
suppresseur de tumeur CHD5 (Mallette & Richard, 2012). Si elle interagit avec des co-
répresseurs, les mécanismes moléculaires précis par lesquels JMJD2A réprime la transcription 
sont encore mal compris.    
En effet, l’action répressive de JMJD2A est contre-intuitive au regard de son activité 
dirigée contre H3K9me3. Cependant, dans la dernière étude, Mallette et collaborateurs 
n’observent pas de recrutement de JMJD2A dans la région promotrice (à -100 pb) mais un 
peu plus en aval (+750 pb). On est en mesure de se demander si JMJD2A réprime la 
transcription en ciblant H3K9 et H3K36 dans la région codante des gènes. En effet, comme 
décrit dans la rubrique méthylation des histones et transcription, des données suggèrent que 
dans la région codante des gènes, la méthylation sur H3K9me3/2 est associée à l’activation de 
la transcription. De même, la méthylation sur H3K36 dans la région codante des gènes permet 
de limiter l’initiation cryptique de la transcription, qui pourrait conduire à la formation 
d’antisens et la répression transcriptionnelle. JMJD2A en déméthylant H3K36 dans la région 
codante de CHD5, pourrait le rendre plus sensible à l’initiation cryptique de la transcription. 
JMJD2A est en effet capable de déméthyler H3K36me3. Une étude chez la drosophile montre 
que l’homologue HP1a de HPα  interagit avec l’orthologue dKDM4A de JMJD2A chez la 
drosophile. HP1a recrute dKDM4A et stimule sa capacité à déméthyler H3K36me3 (Lin et al, 
2008). La déplétion de HP1a conduit à l’augmentation des niveaux de H3K36me3 dans des 
régions aussi bien de l’hétérochromatine que de l’euchromatine. Une autre possibilité serait 
qu’elle régule négativement via la déméthylation, une protéine non histone impliquée dans la 
régulation de la transcription sur ce gène mais cette hypothèse n’a pas été testée. 
Une étude très récente a impliqué JMJD2A dans la régulation de la traduction. 
JMJD2A est présente dans le cytoplasme des cellules humaines cancéreuses HEK293T. Elle 
interagit avec plusieurs protéines de la machinerie de traduction. Sa déplétion entraîne une 
diminution globale de la synthèse protéique, et augmente les effets de l’inhibition de mTOR  
sur la synthèse protéique (Van Rechem et al, 2015). Le mode d’action de JMJD2A dans ce 








JMJD2B a été principalement décrite comme un activateur transcriptionnel. Elle a été 
impliquée dans  la prolifération des cellules du cancer du sein ER-positives (Kawazu et al, 
2011; Shi et al, 2011). En effet, sa déplétion inhibe la prolifération des cellules de cancer du 
sein ER-Positives MCF-7. En accord avec ces données, il a été montré que JMJD2B participe 
à l’activation transcriptionnelle de gènes cibles du récepteur aux oestrogènes. Dans ce 
processus, JMJD2B en collaboration avec la H3K4 KMT MLL permet de coupler la 
déméthylation sur H3K9 et la méthylation de H3K4 au promoteur des gènes cibles (Shi et al, 
2011). JMJD2B régule également les gènes cibles de β-Catenine ; JUN, Myc et CcnD1.  
JMJD2B interagit avec le complexe β-Catenine/TCF4 qui la recrute au promoteur des gènes 
cibles. La déplétion de JMJD2B conduit à la répression transcriptionnelle des gènes cibles 
(Berry et al, 2014). JMJD2B a été montrée récemment comme étant requise pour l’activation 
transcriptionnelle de la myogénine lors de la différenciation musculaire dans les cellules 





JMJD2C est également connue sous le nom de GASC1 (Gene Amplified in squamous 
Cancer). Elle a été impliquée via sa capacité à déméthyler H3K9me3/me2 dans l’activation 
transcriptionnelle. En coopération avec LSD1/KDM1, elle participe  à l’activation 
transcriptionnelle des gènes cibles du récepteur des androgènes (Wissmann et al, 2007). Dans 
les cellules embryonnaires elle participe au maintien de l’auto-renouvellement via l’activation 
transcriptionnelle de Nanog. Sa déplétion entraîne une augmentation de H3K9me3/me2 qui 
s’accompagne du recrutement de HP1 et du co-represseur KAP1 au promoteur de Nanog (Loh 
et al, 2007). 
Comme JMJD2A, JMJD2C a également été impliquée dans la répression 
transcriptionnelle. Là aussi, son rôle dans la répression transcriptionnelle s’accompagne de 
l’interaction avec des co-répresseurs. En effet, son action dans la répression transcriptionnelle 
de PPARγ, gène clé de la différenciation des adipocytes, est dépendante de son domaine 
TUDOR et de HDAC1 (Lizcano et al, 2011). Dans les cellules embryonnaires, elle coopère 
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avec le complexe PRC2 dans la répression de gènes développementaux bivalents comme Klf4, 




JMJD2D est le membre le moins étudié de la famille JMJD2. Elle diffère des autres 
membres par sa capacité à déméthyler seulement H3K9me3/2 mais pas H3K36me2/3(Berry & 
Janknecht, 2013). JMJD2D via son activité déméthylase coopère avec p53 dans l’activation 
transcriptionnelle de p21. L’activité déméthylase de JMJD2D est requise dans ce processus, 
suggérant qu’elle pourrait agir en déméthylant H3K9 au promoteur de p21 (Berry et al, 2014). 
Zhu et collaborateurs ont montré que la tri-méthylation de H3K9me3 au niveau de séquences 
enhancers permet la répression de gènes spécifiques de tissu. Par exemple, les gènes Mdc et 
ll12b spécifiques des cellules immunitaires sont actifs dans les macrophages et les cellules 
dendritiques. JMD2D est recrutée aux enhancers de ces gènes et permet leur activation 








ii. Famille des KDM5/JARID1 
 
La famille des KDM5 inclut 4 membres A à D chez les mammifères. KDM5A et B 
sont les plus étudiés. Cette rubrique présente les KDM5 et leur implication dans la régulation 
de la transcription, qui est de loin le principal processus dans lequel elles ont été impliquées.  
Les KDM5 ou JARID1 (pour Jumonji AT-Rich Interacting Domain) sont des histone-
déméthylases capables de déméthyler les formes di- et tri-méthylées de H3K4. Chez la 
drosophile et la levure il existe une seule KDM5 plus connue sous le nom de Lid2. Les 
KDM5 chez les eucaryotes supérieurs sont caractérisées par la présence d’un domaine ARID 
(A/T Rich Interacting Domain) capable de lier l’ADN. Elles possèdent également plusieurs 
domaines PHD capables de lier des résidus méthylés notamment H3K4me3 et H3K9me3 ainsi 
qu’un domaine à doigt de zinc C5HC2. L’activité catalytique est portée par les domaines 




En accord avec son activité déméthylase qui enlève les marques activatrices 
H3K4me3/2,  JARID1A a été largement impliquée dans la répression transcriptionnelle. Des 
études chez les mammifères et la levure l’ont impliqué  dans les mécanismes qui couplent la 
déméthylation de H3K4 à la méthylation de H3K9 (Chaturvedi et al, 2012; Li et al, 2008). 
JARID1A peut également agir comme un activateur transcriptionnel, potentiellement en 
servant de plateforme de recrutement pour d’autres activités de modification de la chromatine 
(Secombe et al, 2007). Elle fait partie de complexes protéiques contenant d’autres régulateurs 
chromatiniens avec lesquels elle coopère. 
Initialement connue sous le nom de RBP2 (Retinoblastoma binding protein 2), 
JARID1A est capable d’interagir avec Rb.  En coopération avec Rb, elle a été impliquée dans 
la répression transcriptionnelle, notamment lors du processus de sénescence. La sénescence 
est présentée comme un mécanisme de défense anti-tumorale qui entraîne une sortie 
irréversible du cycle cellulaire. La sénescence peut être induite en réponse à l’activation 
d’oncogènes comme Ras(Chicas et al, 2012; Chicas et al, 2010). Au cours de la sénescence 
induite en surexprimant Ras, les gènes cibles de E2F, qui sont impliqués dans la progression  
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dans le cycle cellulaire sont réprimés de façon Rb dépendante. Rb interagit avec JARID1A (et 
JARID1B). Leur déplétion combinée (JARID1A et JARID1B) se traduit par une dérépression 
de gènes cibles de E2F. Cette dérépression s’accompagne de l’augmentation des niveaux de 
H3K4me3 au TSS des gènes cibles de E2F et entraîne une inhibition de l’arrêt du cycle 
cellulaire en réponse à l’oncogène Ras (Chicas et al, 2012). La relation entre la protéine du 
rétinoblastome (Rb) et JARID1A est complexe. En effet, chez les mammifères Rb peut se 
comporter comme un activateur transcriptionnel des gènes de la différenciation des cellules 
osseuses comme l’ostéocalcine ou la phosphatase alcaline, ce, en entraînant la délocalisation 
de JARID1A du promoteur cible et une augmentation du niveau de H3K4me3 
(Benevolenskaya et al, 2005; Flowers et al, 2010; Gutierrez et al, 2005). Au cours de la 
différenciation cellulaire également, les gènes impliqués dans la progression dans le cycle 
sont réprimés. Le facteur de transcription E2F4 a été impliqué dans cette répression. Van 
Oevelen et collaborateurs ont observé au cours de la différenciation musculaire que JARID1A 
est recrutée avec E2F4 au promoteur de gènes du cycle cellulaire. La répression de ces gènes 
corrèle avec le recrutement de JARID1A et  la déméthylation de H3K4me3 à leur TSS (van 
Oevelen et al, 2008). Plus tard il a été montré par une étude fonctionnelle au cours de la 
différenciation des cellules ES de souris, que JARID1A participe à la répression des gènes 
cibles de E2F4 et déméthyle H3K4me3 à leur promoteur (Beshiri et al, 2012).  
La répression transcriptionnelle par JARID1A ne se limite pas aux gènes du cycle 
cellulaire ou de la différenciation ostéogénique. Par exemple, JARID1A fait partie du 
complexe répresseur Notch-RBP-J et a été impliquée dans la répression des gènes cibles de la 
voie NOTCH via la déméthylation de H3K4me3 (Liefke et al, 2010). JARID1A est également 
recrutée par le complexe répresseur Polycomb PRC2 sur les gènes bivalents (gènes 
régulateurs du développement) dans les cellules souches embryonnaire de souris où elle 
permet la déméthylation de H3K4me3 (Pasini et al, 2008) (cf rubrique gènes bivalents).  
Les méthylations sur H3K9 et H3K4, en accord avec leur action antagoniste sur la 
transcription, sont deux marques mutuellement exclusives (Verrier et al, 2011b). Ceci 
implique qu’il existe des mécanismes qui permettent de coupler la mise en place de l’une à 
l’enlèvement de l’autre. Ces mécanismes sont encore à l’étude. Lid2 chez la levure, puis 




ont montré que Lid2 participe au couplage de la méthylation de H3K4me3 avec la 
déméthylation de H3K9me. Lid2 permet le recrutement de la H3K4 méthyltransférase Set1 et 
de la H3K9me2 déméthylase Lsd1. Dans ce contexte, Lid2 joue seulement un rôle de 
plateforme de recrutement, la présence de ses partenaires inhibe son activité de déméthylation 
de H3K4me3 (Li et al, 2008). Chez la souris, dans les cellules érythroïdes, JARID1A a été 
impliquée dans le couplage entre la déméthylation de H3K4me3 et la méthylation de 
H3K9me2 par G9A. Le promoteur de l’Ey-globine (globin embryonnaire)  est réprimé et 
caractérisé par la présence de la marque répressive H3K9me2 et l’absence de H3K4me3. 
L’histone méthyltransférase G9a spécifique de H3K9 interagit avec JARID1A. G9a est 
recrutée sur le promoteur de  l’Ey-globin et permet le recrutement de JARID1A. La déplétion 
de G9a entraîne la perte du recrutement de JARID1A et s’accompagne de l’augmentation de 
H3K4me3, de la diminution de H3K9me2 et de la dérépression transcriptionnelle de l’Ey-
globine (Chaturvedi et al, 2012). 
  Une étude chez la Drosophile montre que Lid2 (l'orthologue de JARID1A et 
JARID1B) interagit avec l’oncogène dMyc et est requise pour l’activation transcriptionnelle 
de Nop60B, gène cible de dMyc. Dans ce contexte l’interaction avec dMyc inhibe l’activité 
déméthylase de Lid2. Les auteurs proposent que Lid2 est requise pour le recrutement de dMyc 
(Secombe et al, 2007). Chez les mammifères, il a été montré que JARID1A coopère avec Rb 
dans l’activation transcriptionnelle de gènes comme BRD2 et BRD8 (Benevolenskaya et al, 
2005). Les mécanismes moléculaires impliqués dans ces processus ne sont pas connus.   
JARID1A coopère également avec d’autres activités régulant la chromatine, 
notamment des histone-déacétylases et des complexes de remodelage de la chromatine. Elle 
fait notamment partie des complexes répresseurs histone-déacétylases Sin3B et MRG15, et du 
complexe répresseur NuRD (qui possède une activité de remodelage de la chromatine et de 
déacétylation des histones). Au cours de la différenciation musculaire, JARID1A interagit 
avec le complexe répresseur histone déacétylase Sin3B également impliqué dans la répression 
des gènes cibles de E2F (van Oevelen et al, 2008). JARID1A coopère avec le complexe 
NuRD dans la déméthylation de H3K4me3 et H3K4me2 au promoteur de gènes comme 
GDF15, KLF2 ,HES7, et PDGF7. La déplétion de JARID1A ou de la sous-unité catalytique 
CHD4 du complexe NuRD conduit à l’augmentation de H3K4me3 et H3K4me2 au TSS de 
ces gènes (Nishibuchi et al, 2014). Au sein d’un complexe MRG15, JARID1A a été 
impliquée dans la déméthylation de H3K4me3 dans la région codante des gènes actifs. En 
effet, du fait de sa capacité à recruter l’ARN-Polymérase, H3K4me3 doit être déméthylée 
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dans la région codante des gènes pour éviter une initiation cryptique de la transcription. 
L’initiation cryptique de la transcription peut générer par exemple des ARN antisens qui vont 
conduire à la dégradation de l’ARN messager. Chez la levure la triméthylation sur H3K36 a 
été impliquée dans la répression de l’initiation cryptique de la transcription (Wagner & 
Carpenter, 2012). Il a été montré dans des cellules humaines (HeLa) que JARID1A fait partie 
du complexe histone-déacétylase MRG15 qui possède un chromodomaine capable de lier 
H3K36me3. JARID1A est recrutée dans la région codante des gènes actifs RPL11a et 
GAPDH et sa déplétion s’accompagne de l’augmentation de H3K4me3 dans leur région 
codante (Hayakawa et al, 2007). 
 
KDM5B/JARID1B 
KDM5B/JARID1B/PLU-I a largement été décrite comme un répresseur 
transcriptionnel. KDM5B est capable de déméthyler les formes mono, di et tri-méthylées de 
H3K4.  Elle a été impliquée en tant que régulateur transcriptionnel dans différents processus 
cellulaires. Ces processus incluent le maintien de l’auto-renouvellement des cellules souches 
via la répression des gènes de la différenciation (Xie et al, 2011), le développement 
embryonnaire via la régulation de gènes développementaux (Albert et al, 2013), la 
prolifération des cellules cancéreuses en réprimant des suppresseurs de tumeurs comme P21 
(Wong et al, 2012), ou encore la sénescence où elle intervient dans la répression des gènes 
cibles de E2F (Chicas et al, 2012). Ces études montrent qu’elle participe à la répression 
transcriptionnelle en déméthylant la marque activatrice H3K4me3 dans la région promotrice 
de ses gènes cibles. De ce fait, elle est un effecteur de facteurs de transcription qui vont soit 
réprimer la transcription via son recrutement, soit au contraire activer la transcription en 
entraînant son éviction du promoteur. Par exemple, l’activation transcriptionnelle sur certains 
promoteurs cibles du facteur de transcription FOXP3 s’accompagne de l’éviction de 
JARID1B et  l’augmentation du niveau de H3K4me3 au promoteur (Katoh et al, 2011). 
 JARID1B, interagit également avec le complexe répresseur LSD1/NuRD. 
LSD1/KDM1A est une histone déméthylase capable de déméthyler H3K4me2 et H3K4me1. 
JARID1B permet de recruter LSD1 sur des nucléosomes tri-méthylés sur H3K4 et coopère 
avec LSD1 pour déméthyler H3K4me3 et H3K4me2. Le complexe JARID1B/LSD1/NuRD 
est recruté sur le promoteur du gène de la chimiokine CCL4, impliquée dans l’angiogenèse, et 
réprime la transcription de CCL14 en déméthylant H3K4me3 et H3K4me2. Cette répression 
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s’accompagne d’une diminution du potentiel angiogénique de cellules du cancer du sein (Li et 
al, 2011b). Comme décrit dans le paragraphe précédent, JARID1A interagit également avec le 
complexe NuRD. Cependant aucun lien n’a été fait entre ces deux études. Les complexes de 
remodelage comme NuRD existent sous la forme de différents sous types. Il serait intéressant 
de savoir si JARID1A et JARID1B sont présentes ensemble ou séparément dans le complexe 
NurD. 
L’interaction avec NuRD, n’est pas le seul processus dans lequel JARID1A et 
JARID1B ont toutes les deux été impliquées. Comme décrit pour JARID1A dans les cellules 
HeLa, JARID1B joue un rôle positif dans l’élongation de la transcription dans les cellules ES 
de souris, en limitant la propagation de H3K4me3 dans la région codante (Kidder et al, 2014; 
Xie et al, 2011). Egalement, comme JARID1A, JARID1B interagit  avec le complexe histone 
déacétylase MRG15, et est recrutée dans la région codante de gènes via le chromodomaine de 
MRG15 (qui lie H3K36me3). Le recrutement de JARID1B, comme celui de JARID1A, limite 
l’initiation cryptique de la transcription dans la région codante et s’accompagne de la 
déméthylation de la marque H3K4me3 (Xie et al, 2011). Là non plus, aucun lien n’a été fait 
entre ces deux études.  
Il semble donc que JARID1A et JARID1B puissent dans certains contextes avoir des 
fonctions redondantes. Cela a été notamment montré dans la répression de gènes cibles de 
E2F impliqués dans le cycle cellulaire au cours de la sénescence induite en surexprimant 
l’oncogène Ras(Chicas et al, 2012). Islam et al. proposent que JARID1B, puissent compenser 
l’absence de JARID1A et montrent que sur certains gènes la déplétion de JARID1A conduit 
au recrutement de JARID1B (Islam et al, 2011). 
 
KDM5C 
JARID1C/KDM5C également dénommée SMCX (Selected Mouse cDNA on X) est 
principalement connue pour son implication dans le syndrome du retard mental lié au 
chromosome X. En effet, des mutations perte de fonction dans le gène  JARID1C sont 
responsables de cette maladie (Jensen et al, 2005; Tahiliani et al, 2007) . Les mécanismes 
liant JARID1C à cette pathologie sont encore à l’étude. Il a été montré que JARID1C est en 
complexe avec le complexe répresseur REST et  ses co-répresseurs trancriptionnels (HDAC1 
et 2, et G9A) et est requise avec son activité déméthylase pour la répression par le complexe 
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REST, régulateur de gènes neuronaux. Cette étude suggère un lien entre JARID1C et le retard 
mental lié au chromosome X via la répression transcriptionnelle par le complexe REST 
(Tahiliani et al, 2007). Il a été montré dans les cellules embryonnaires de souris que JARID1C 
participe à moduler la fonction de promoteurs et d’enhancers en déméthylant H3K4. En effet 
les promoteurs actifs sont enrichis en H3K4me3 tandis que les enhancers sont marqués par 
H3K4me1. JARID1C est présente au niveau d’enhancers et de promoteurs, son activation 
entraîne une répression de l’activité transcriptionnelle des promoteurs et une activation des 




KDM5D/JARID1D/SMCY est le membre le moins étudié de la famille JARID1. JARID1D 
est codée par le gène SMCY situé sur le chromosome Y. SMCY appartient au locus AZF 
(Azoospermia Factor) impliqué dans la spermatogénèse (Navarro-Costa et al, 2010). Afin de 
mieux comprendre sa fonction dans la spermatogénèse, Akimoto et collaborateurs ont 
recherché des partenaires de JARID1D. JARID1D est en complexe avec la protéine MSH5 
impliquée dans la recombinaison homologue au cours de la méiose. Le complexe 
JARID1D/MSH5 est recruté à la chromatine aux stages précoces de la condensation des 
chromosomes, où JARID1D déméthyle H3K4me3/me2. La déplétion de MSH5 n’affecte pas 
la déméthylation par JARID1D mais en revanche JARID1D est requise pour le recrutement de 
MSH5. Cette étude suggère un double rôle de JARID1D dans la méiose, d’une part, elle 
participerait à la condensation de la chromatine en déméthylant H3K4me3/H3K4me2 
(associées à la décompaction de la chromatine) et d’autre part, elle participe au recrutement de 





III. La méthylation au delà des histones  
 
Si nous nous intéressons à la méthylation des histones, il est important de rappeler que 
comme les autres modifications post-traductionnelles, la méthylation ne concerne pas que les 
histones.  
Des protéines non histones comme les facteurs de transcription E2F1, p53 ou la 
méthyltransférase de l’ADN, DNMT1 peuvent être méthylées avec un impact sur leur 
fonction. Les KMT et les KDM peuvent cibler des protéines non histones et réguler leur 
activité (Mosammaparast & Shi, 2010). En ce qui concerne les KDMs, LSD1/KDM1A a été 
la plus étudiée pour sa capacité à cibler d’autres protéines que les histones, comme par 
exemple le facteur de transcription E2F1(Mosammaparast & Shi, 2010). E2F1 a été impliqué 
dans l’activation de la transcription de gènes pro-apoptotiques comme p73(Attwooll et al, 
2004). Il a été montré qu’en réponse aux dommages à l’ADN, E2F1 est méthylé sur sa lysine 
185  par SET9 (capable de diméthyler H3K4). La méthylation de E2F1 K185 stabilise E2F1 
et favorise la transcription de p73 en réponse à des agents génotoxiques (doxorubicine et 
etoposide). La surexpression de LSD1 ou la déplétion de SET9 entraîne une diminution des 
niveaux de E2F1 et de son recrutement au promoteur de p73 en réponse à ces agents 
génotoxiques. Ceci se traduit par une diminution de la transcription de p73  et de la mort 
cellulaire. Dans ce même contexte LSD1 est capable de déméthyler  E2F1K185. Cette étude 
montre que la régulation de la stabilité de E2F1 par des KMT/KDM participe à la régulation 
de son activité pro-apoptotique (Kontaki & Talianidis, 2010). 
LSD1 a également été impliquée dans la régulation de P53 via la déméthylation de p53 
K370me2. P53 K370me2 inhibe l’activité de P53 en affectant sa capacité à lier l’ADN et à 
interagir avec la protéine 53BP1 impliquée dans la réponse aux dommages de l’ADN (Huang 
et al, 2007). D’autres enzymes de modification de la chromatine peuvent également être 
ciblées. En effet DNMT1 est méthylée par SET7/9 (au moins in vitro) et déméthylée par 
LSD1, ce qui conduit à sa stabilisation in vivo (Wang et al, 2009).  
Les exemples cités ci-dessus illustrent l’importance de la méthylation dans la régulation de 
protéines histones. Si LSD1 a été étudiée dans ce type de  processus, peu de choses sont 
connues sur l’implication des autres KDMs. Etudier ces processus sera sans doute un enjeu 
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majeur dans les années à venir. Ceci permettra de mieux saisir la portée de  l’implication  des 
KMT/ KDMs dans la régulation des processus aussi bien chromatiniens que non 
chromatiniens. En effet, pour prendre l’exemple de la transcription, la spécificité de substrat 
vis à vis des histones ne permet pas toujours d'expliquer leur impact sur la transcription des 
gènes cibles. Cela pourrait impliquer la déméthylation de protéines autre que les histones qui 
seraient présentes dans un complexe multiprotéique contenant la déméthylase, ou capables 
d’interagir avec celle-ci. Différents exemples sont décrits dans le paragraphe VI-2 concernant 
KDM5A. Les substrats non-histones décrits à ce jour pour les KMTs et les KDMs sont 





C. Chromatine, méthylation sur lysines et régulation du programme 
épigéntique de la prolifération cellulaires : Les gènes ribosomiques et les 
gènes cibles de E2F 
 
Au cours de ma thèse je me suis intéressé au rôle d’histones déméthylases dans la régulation 
transcriptionnelle des gènes ribosomiques et des gènes cibles de E2F. Dans cette rubrique je 
présente la régulation transcriptionnelle de ces gènes et les mécanismes chromatiniens 
impliqués en mettant l’accent sur la méthylation des histones sur lysine.  
 
I. Chromatine et transcription des ADNr 
 
Les gènes ribosomiques ou ADN ribosomiques (ADNr) codent pour le pré-ARN ribosomique  
qui sera maturé pour former les ARN ribosomiques 28S ; 18S et  5.8S qui portent l’activité 
catalytique de formation des liaisons peptidiques des ribosomes.  Les ADNr sont des 
séquences répétées organisées en tandem(Goodfellow & Zomerdijk, 2012). Le nombre de 
copies des ADNr chez l’homme est estimé à 400. Chaque copie d’ADNr fait environ 43 kb 
dont 30Kb contenus dans une région appelée IGS (Intergenic spacer) constitués de séquences  
promotrices, d’enhancers et de terminateurs. Les 13kb restants constituent la région codante 
du pre-ADNr.  En interphase, les gènes ribosomiques sont localisés dans un compartiment 
subcellulaire spécialisé dans la synthèse des ribosomes : le nucléole. Les ADNr sont transcrits 
par l’ARN Polymérase I (Pol-I) (Goodfellow & Zomerdijk, 2012). La transcription des ADNr 
en ARNr par la Pol-I est la première étape de la biogénèse des ribosomes. Ce processus 
majeur contrôle la synthèse protéique de la cellule et est étroitement lié à la croissance et la 
prolifération cellulaire. Les ADNr sont organisés en clusters appelés NOR (Nucleolar 
organiser region) autour desquels se forment les nucléoles, sites de la transcription Pol-I. Une 
transcription Pol-I accrue et des nucléoles hypertrophiés sont  des caractéristiques communes 
à un grand nombre de cellules cancéreuses (Drygin et al, 2010). De ce fait, comprendre les 








1. La machinerie de transcription Pol-I 
 
La première étape de la transcription Pol-I est la formation du complexe de pré-Initiation ou 
PIC (Pre initiation complex). Le facteur SL1 (Selectivity factor1 ou TIF1B chez la souris) 
reconnait le « promoteur cœur » de l’ADNr via la TBP (TATA binding protein). SL1 est 
constitué de la TBP et des protéines associées TAF1A (ou TAF48), TAF1B (TAF63), TAF1C 
(TAF110) et TAF1D (TAF41) et TAF12. Il a été montré que le facteur UBF (Upstream 
Binding Factor) est requis pour la formation du PIC. En absence d’UBF il peut y avoir un 
niveau basal de transcription Pol-I, mais UBF est requis pour une transcription active 
(Goodfellow & Zomerdijk, 2012).   UBF se lie sur une séquence appelée UCE (Upstream 
Core element ) située environ 150 pb en amont du« promoteur cœur ».  UBF interagit avec 
TBP et TAF1A et il a été mis en évidence que UBF et SL1 sont recrutés de manière 
coopérative (Goodfellow & Zomerdijk, 2012).  
Le recrutement coopératif entre SL1 et UBF est régulé par le positionnement des nucléosomes 
au promoteur des ADNr (Li et al, 2006). Deux conformations ont été décrites pour les 
promoteurs des ADNr. Dans la conformation permissive appelée NucU (Nucleosome 
Upstream), le nucléosome lié au promoteur des ADNr occupe les positions    -157 à -2. Cette 
conformation rapproche spatialement la séquence UCE et le « promoteur cœur »,  favorisant 
le recrutement coopératif (Li et al, 2006). Dans la conformation réfractaire appelée NucD 
(Nucleosome Downstream), le nucléosome est positionné 24 nucléotides en aval. Dans cette 
conformation, la séquence du « promoteur cœur » séparée de la séquence UCE par l’octamère 
d’histones. Cette conformation empêche donc le recrutement coopératif entre SL1 et UBF 
(Goodfellow & Zomerdijk, 2012; Grummt & Langst, 2012; Li et al, 2006) (figure 13).    
L’ARN polymérase-I est constituée de 14 sous-unités protéiques. L’ARN polymérase-I est 
recrutée par SL1 via RRN3 (TIF1A chez la souris). Cette interaction fait intervenir les sous 
unités TAF1C, TAF1B et TAF1D de SL1 d’un côté et les sous unités A49 et A34.5 de la Pol-I 
de l’autre. UBF interagit également avec les sous unités PAF53 et PAF49 de l’ARN Pol-I. On 
retrouve associée à la Pol-1 la Sérine/Thréonine Kinase CK2. Cette protéine est capable de 
moduler l’assemblage et la stabilité du PIC en phosphorylant UBF et TAF1C (Goodfellow & 
Zomerdijk, 2012).   
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SL1 et UBF permettent donc de recruter via RRN3 L’ARN Pol-I pour former le complexe de 
Pré-initiation  (PIC). Une fois le PIC formé, l’ARN Pol I se détachera du PIC et pourra 
démarrer la transcription. C’est la transition initiation-élongation. Pour des revues détaillant 
ces processus voir (Goodfellow & Zomerdijk, 2012; Grummt & Langst, 2012). 
2. Chromatine et régulation de la transcription des ADNr  
 
a) Organisation des ADNr 
 
50% des 400 copies des ADNr sont mises en silence. Dans une cellule normale ces copies 
restent en silence quel que soit le niveau de transcription Pol-I dans la cellule (Drygin et al, 
2010). Les copies en silence des ADNr sont dans un état hétérochromatinien hautement 
compacté, caractérisé par la méthylation sur l’ADN, la présence des marques répressives 
H3K9me3 et H3K20me3 et  l’absence d’acétylation sur les histones H3 et H4 (Grummt & 
Langst, 2012). Les promoteurs des ADNr en silence sont dans la conformation répressive 
NucD (Li et al, 2006) (figure 13) 
Les 50% restant des ADNr sont euchromatiniens. Ils peuvent être réprimés ou actifs en 
fonction des besoins de la cellule. Réprimés par exemple lorsque les cellules sont privées en 
nutriments et/ou en facteurs de croissance, puis activés lorsque les nutriments/facteurs de 
croissance sont disponibles (Kusnadi et al, 2015). Les ADNr euchromatiniens réprimés sont 
caractérisés par la présence de H3K9me2 à leur promoteur, l’absence d’acétylation de H3 
etH4 et de méthylation sur H3K36 dans leur région codante. Leurs promoteurs sont en 
conformation NucD (Grummt & Langst, 2012; Zentner et al, 2011). Les ADNr 
euchromatiniens actifs sont caractérisés par la présence de H3K4me3 à leur promoteur, 
l’acétylation sur H3, et H4 , la présence de H3K9me2 et H3K36me2/me1 dans leur région 
codante et des promoteurs en conformation NucU (Grummt & Langst, 2012). Un troisième 
état intermédiaire dit en pause a été décrit récemment, qui faciliterait la mobilisation des 
ADNr pour la transcription. Les ADNr en pause sont caractérisés par la présence 
concomitante à leur promoteur des marques H3K4me3 et H3K27me3. Les promoteurs des 






Dans ce chapitre je présente les principales enzymes de modification de l’ADN et des histones qui 
régulent le paysage chromatinien des ADNr en silence et euchromatiniens actifs réprimés et en 
pause. Pour les acteurs régulant les ADNr euchromatiniens  
Je  replace lorsqu’elle est connue, leur implication dans l’adaptation de la transcription Pol-I à 
la disponibilité en facteurs de croissances ou en nutriments. Enfin, une courte rubrique sera 
consacrée aux voies de signalisation PI3K, MAP Kinase et mTOR, impliquées dans 
l’activation de la transcription Pol-I en réponse aux facteurs de croissance ou aux nutriments à 
travers leur implication dans la régulation de la machinerie de transcription Pol-I.   
 
b) Les ADNr en silence  
 
Le complexe répresseur NoRC (Nucleolar remodeling complex) est responsable de la 
mise en silence des copies inactives des ADNr (Grummt & Langst, 2012; Santoro et al, 2002; 
Zhou et al, 2002). Comme décrit plus haut, ces copies sont caractérisées par méthylation sur 
l’ADN, l’absence d’acétylation sur les histones H3 et H4, la présence des marques répressives 
H3K9me3 et des promoteurs dans la conformation NucD. NoRC est un complexe de 
remodelage capable de déplacer des nucléosomes en utilisant l’énergie de l’hydrolyse de 
l’ATP. NoRC est constitué de deux sous unités : une ATPase SNF2H et une protéine appelée 
TIP5 (TTF1 interacting Protein 5) (Strohner et al, 2001). L’activité de remodelage de la 
chromatine de NoRC permet d’établir la conformation répressive NucD au promoteur des 
ADN (Grummt & Langst, 2012; Li et al, 2006). NoRC agit également comme une plateforme 
qui permet le recrutement via TIP5 des ADN méthyltransférase DNMT1 et DNMT3, et du 
complexe répresseur Sin3 qui contient les histones déacétylases HDAC1 et HDAC2 (Zhou et 
al, 2002). Le recrutement de NoRC à la chromatine est dépendant de petits ARNs appelés 
pRNA. Les pRNA sont initiés à partir de promoteurs contenus dans les IGS et transcrits par 
l’ARN Pol-II(Mayer et al, 2006; Santoro et al, 2010). L’histone déacétylase SIRT1 a 
également été impliquée dans la répression par NoRC. En effet, l’interaction de TIP5 avec les 
pRNA requiert l’acétylation de la lysine K633 de TIP5 (TIP5 K633) par l’histone 
acétyltransférase MOF (Male absent on the First). Une fois recruté au promoteur TIP5 doit 
relarguer le pRNA pour permettre la répression. Ce relargarge est dépendant de la 
déacétylation de TIP5 K633 par SIRT1. SIRT1 déacétyle également H4K16 au promoteur des 
ADNr. Ainsi, l’action du complexe NoRC conduit au silencing des ADNr (Zhou et al, 2009). 
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c) Les ADNr euchromatiniens actifs : 
 
Les copies actives des ADNr sont caractérisées par la présence de H3K4me3 à leur 
promoteur, l’acétylation sur H3 et H4 (Grummt & Langst, 2012), et la présence de H3K9me2 
et H3K36me2/me1 dans leur région codante. Le nucléosome à leur promoteur est dans  la 
position activatrice NucU.  Le complexe CSB (Cockayne Syndrome B). CSB est un complexe 
de remodelage capable d’utiliser l’énergie de l’hydrolyse de l’ATP pour moduler l’interaction 
ADN-histone (Beerens et al, 2005). CSB est présente dans les nucléoles et est requise pour le 
passage des nucléosomes dans la position NucU. CSB est recrutée en complexe avec l’histone 
méthyltransférase G9a, mono et di-méthyltransférase de H3K9 (Yuan et al, 2007). On 
retrouve H3K9me2 et HP1γ dans la région codante des gènes ribosomiques activement 
transcrits. Même si peu de choses sont connues à ce sujet, H3K9me2 et HP1γ ont été 
impliquées dans l’élongation de la transcription (Kwon et al, 2010b).  
L’histone déméthylase PHF8 à été impliquée dans l’activation de la transcription Pol-I. PHF8 
est recrutée au promoteur des ADNr via son domaine de liaison à H3K4me3 (Feng et al, 
2010; Zhu et al, 2010). Le recrutement de PHF8 se traduit par la déméthylation de H3K9me2 
au promoteur des ADNr et l’activation transcriptionnelle. La déplétion de PHF8 dans les 
cellules prolifératives entraîne une diminution de la transcription Pol-I (Feng et al, 2010; Zhu 
et al, 2010). 
  
 
d) Les ADNr euchromatiniens réprimés : 
 
Les copies euchromatiniennes réprimées des ADNr sont caractérisées par la présence de 
H3K9me2 et l’absence de H3K4me3 à leur promoteur, l’absence d’acétylation de H3,H4 et de 
méthylation sur H3K36me2/1 dans leur région codante (Grummt & Langst, 2012). 
Murayama et al. ont mis en évidence l’existence du complexe eNoSC (energy-dependant 
Nucleolar silencing complex) qui permet de réprimer la transcription Pol-I en réponse à la 
baisse du niveau d’énergie dans la cellule induit par privation de glucose (Murayama et al, 
2008) . eNOSC est constituée de la KMT SUV39H1, de l’histone déacétylase SIRT1 et de la 
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protéine NML (Nucleomethyline) qui est requise pour le recrutement du complexe au 
promoteur des ADNr. Dans les cellules privées en glucose (faible niveau d’énergie), eNoSC 
est recrutée au promoteur des ADNr et réprime la transcription en diméthylant H3K9 
(Suv39H1) et en déacétylant H4K16 (SIRT1) (Murayama et al, 2008). En plus de déacétyler 
H4K16, SIRT1 est capable d’activer SUV39H1. En effet, l’acétylation de la lysine 266 de 
SUV39H1 qui inhibe son activité méthyltransférase, est enlevée par SIRT1 (Vaquero et al, 
2007). De façon intéressante, SIRT1 utilise comme co-facteur le NAD+. La privation en 
glucose entraîne une baisse du niveau d’ATP qui se traduit par une augmentation du niveau de 
NAD+ dans la cellule. Ainsi, le complexe eNOSC via SIRT1 ferait un lien direct entre le 
statut énergétique de la cellule et la régulation chromatinienne de la transcription Pol-I.  
Les histones déméthylases KDM2A (H3K36me2/me1), KDM2B (H3K4me3) et KDM7C 
(H3K9me2) ont  été impliquées dans la répression de la transcription Pol-I.  
L’histone déméthylase KDM2A/FBXL11 spécifique de H3K36me2 et me1 a été impliquée 
dans la répression des gènes ribosomiques dans les cellules privées en sérum et en glucose. La 
diminution de la transcription Pol-I suite à la privation corrèle avec une réduction des niveaux 
de H3K36me2 et me1 dans la région codante des gènes ribosomiques. Dans les cellules 
déplétées pour KDM2A ou surexprimant une forme mutée pour l’activité déméthylase, la 
répression de la transcription Pol-I en réponse à la privation est perdue, ce qui s’accompagne 
d’une augmentation des niveaux de H3K36me2 et H3K36me1 dans la région codante des 
ADNr (Tanaka et al, 2010) . 
KDM2B/FBXL10 est présente dans les nucléoles et réprime la transcription Pol-I. Sa 
surexpression dans les cellules prolifératives se traduit par une diminution de la transcription 
Pol-I, et du nombre de nucléoles.  KDM2B agit en déméthylant H3K4me3 au promoteur des 
ADNr. En effet la surexpression d’une forme sauvage de KDM2B entraîne une diminution de 
H3K4me3 aux promoteurs des ADNr tandis que la surexpression d’une forme mutée pour 
l’activité déméthylase n’a aucun effet sur la transcription Pol-I (Frescas et al, 2007). La 
privation des cellules en sérum qui entraîne une diminution de la transcription Pol-I corrèle 
avec une augmentation du recrutement de KDM2B sur les ADNr, qui est transitoirement 
perdue suite au  rajout de sérum, suggérant que l’enlèvement de KDM2B du promoteur des 
ADNr est requise pour la réactivation de la transcription Pol-I en réponse au sérum (Frescas et 
al, 2007).   
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L’histone déméthylase KDM7C/PHF2 est capable d’enlever la marque H3K9me2. Toutefois 
Shi et al. ont montré qu’elle réprime la transcription des ADNr indépendamment de sont 
activité déméthylase. PHF2 agirait en empêchant d’une part le recrutement de PHF8, et en 
favorisant d’autre part le recrutement de SUV39H1 au promoteur des ADNr (Shi et al, 2014). 
e) Les ADNr en pause 
 
Les copies en pause des ADNr sont caractérisées par la présence concomitante  à leur 
promoteur  de H3K4me3 et de H3K27me3, et  la position répressive NucD du nucléosome à 
leur promoteur (Xie et al, 2012). Cet état serait un intermédiaire qui facilite la mobilisation de 
copies d’ADNr pour la transcripion. Le complexe de remodelage de la chromatine NuRD est 
retrouvé au promoteur des copies des ADNr  en pause. Xie et al. ont montré que la mise en 
place de ces copies en pause des ADNr requiert NuRD et sa sous unité ATPase CHD4. La 
déplétion de CHD4 se traduit par une diminution des niveaux de H3K4me3 et de H3K27me3 
sur les ADNr, une diminution du nombre de nucléosomes en conformation NucD, et une 
baisse de la transcription Pol-I. L’activation des copies en pause des ADNr requiert l’activité 
de remodelage de CSB qui permet le passage du nucléosome au promoteur en conformation 
active NucU. La fraction d’ADNr en pause augmente dans les cellules privées en sérum. De 
plus la déplétion de CHD4 empêche la réactivation de la transcription Pol-I  lors du rajout de 
sérum. Ces observations suggèrent un mécanisme dans lequel suite à la privation en sérum, 
des copies d’ADNr sont mises en pause via NuRD/CHD4, et seront activées de façon CSB 
dépendante lors du rajout de sérum pour permettre la réactivation de la transcription Pol-I 
(Xie et al, 2012).  
La régulation des ADNr via la chromatine a fait l’objet d’une revue très détaillée par Grummt 
et Längst (Grummt & Langst, 2012). Le tableau 5 présente les principales activités de la 
méthylation de l’ADN, de modification des histones et les complexes de remodelage 
impliqués dans la régulation de la transcription des ADNr.  
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Régulateurs épigénétiques de la transcription de l'ADNr Activité Fonction nucléolaire 
Régulateurs de la méthylation de l'ADN     
Dnmt1 ADN méthyltransférase Répresseur 
Dnmt3a ADN méthyltransférase Répresseur 
Dnmt3b ADN méthyltransférase Répresseur 
GADD45a ADN déméthylase Activateur 
MeCP2 Protéine se liant à l'ADN méthylé Répresseur 
MBD1 Protéine se liant à l'ADN méthylé Répresseur 
MBD2 Protéine se liant à l'ADN méthylé Répresseur 
MBD3 Protéine se liant à l'ADN méthylé Activateur / Répresseur 
Enzymes modifiant les histones     
CBP Acétyltransférase Activateur 
MOF Acétyltransférase Répresseur 
PCAF Acétyltransférase Activateur 
p300 Acétyltransférase Activateur 
HDAC1 Déacétylase d'histone Répresseur 
HDAC2 Déacétylase d'histone Répresseur 
SirT1 (mSir2a) Déacétylase dépendante du NAD+ Répresseur 
SirT7 Déacétylase dépendante du NAD+ Activateur 
KDM2A H3K36 KDM Répresseur 
KDM2B (JHDM1B, FBXL10) H3K4 KDM Répresseur 
PHF8 H3K9 KMT Activateur 
G9a H3K9 KMT Activateur 
PRMT5 Méthyltransférase d'arginine Répresseur 
Suv39H1 H3K9 KMT Répresseur 
Facteurs de remodelage de la chromatine     
ATRX Hélicase ATP-dépendante Répresseur 
CHD4 ATPase/hélicase Activateur / Répresseur 
CHD7 Hélicase ATP-dépendante Activateur 
CSB ATPase dépendante de l'ADN Activateur 
SNF2H ATPase dépendante de l'ADN Activateur / Répresseur 
TIP5 Large sous-unité de NoRC Répresseur 
NuRD 
FACT 
Complexe de remodelage et de déacétylation des nucléosomes 
Chaperonne d’histone 
Activateur / Répresseur 
Activateur 
 
Tableau 5 : Régulateurs épigénétiques de la transcription des ADNr. (Adapté de 
Grummt and Längst 2012)  
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3. Activation de la Transcription Pol-I en réponse aux facteurs de croissance et aux 
nutriments : les voies MAP Kinase, mTOR et PI3K 
 
Comme évoqué plus haut, la régulation de la transcription Pol-I en fonction de la disponibilité 
en facteurs de croissance et en nutriments est sous le contrôle de différentes voies de 
signalisation cellulaire (Kusnadi et al, 2015). Ici, je présente brièvement les voies MAP 
kinase, mTOR et PI3K qui ont été impliquées dans l’activation de la transcription Pol-I, et les 
mécanismes décrits de cette activation. 
 
a) La voie ERK/MAP Kinase : 
 
ERK (Extracellular Regulated Kinase) appartient à la famille des MAP Kinases (Mitogen 
Associated Protein Kinases). La voie ERK traduit des signaux extracellulaires (via 
l’activation des récepteurs à activité tyrosine kinase, RTK) pour conduire à des modulations 
de la transcription (Kusnadi et al, 2015). Cette voie est fréquemment activée dans les cancers. 
La voie ERK/MAP Kinase régule la transcription Pol-I en ciblant UBF et TIF1A (Rrn3). La 
phosphorylation de UBF sur les thréonines (Thr117 et Thr201) par ERK est requise pour 
l’élongation de la transcription (Stefanovsky et al, 2001).  ERK via sa protéine effectrice RSK 
(p90 ribosomal S6 kinase) conduit à la phosphorylation de deux sérines de TIF1A (Ser 633 et 
ser649). Ces phosphorylations sont requises pour l’activation de la transcription Pol-I (Zhao et 
al, 2003). (figure 15) 
b) La voie mTOR : 
 
mTOR (Mammalian target of Rapamycin) est une kinase qui régule la croissance cellulaire, la 
prolifération, la mobilité cellulaire, la synthèse protéique et la transcription. La voie mTOR a 
été impliquée dans l’activation de la transcription Pol-I en réponse aux nutriments notamment 
les acides aminés (Claypool et al, 2004; Mayer et al, 2004). Le traitement à la rapamycine 
entraîne une inhibition de la transcription Pol-I qui s’accompagne de la baisse de la 
phosphorylation de la Serine 44 de TIF1A et de l’augmentation de phosphorylation de sa 






l’inactive. La  rapamycine empêche l’association de TIF-1A avec SL1 et la Pol-I entraînant 
une perte de la formation du PIC (Hannan et al, 2003) (figure 15). 
c) La voie PI3K-AKT : 
 
La voie PI3K (Phosphatidyl-Inositol-3-Kinase)-AKT régule la transcription Pol-I en réponse 
aux facteurs de croissance. PI3K activé produit des phosphoinositide 3 phosphate, qui 
conduisent à l’activation notamment de la kinase AKT (Martini et al, 2014). La voie 
PI3K/AKT  a été impliquée dans la régulation de la transcription des gènes ribosomiques. 
AKT agit notamment en activant  la voie mTOR (Kusnadi et al, 2015). Toutefois il a été 
montré  qu’AKT peut activer la transcription Pol-I indépendamment de la voie mTOR en 
modulant  l’activité de TIF1A. Cette régulation passe la kinase CK2 (Casein Kinase II) 
activée par AKT. CK2 à son tour active la transcription Pol-I en phosphorylant les sérines 
S170 et S172 de TIF1A (Nguyen le & Mitchell, 2013). Ces phosphorylations sont requises 
pour la transition initiation-élongation (Bierhoff et al, 2008). L’expression de formes 
constitutivement actives de AKT dans les cellules privées en facteurs de croissance entraîne 
une dérépression de la transcription Pol-I, montrant qu’AKT est  impliquée dans la réponse de 
la transcription Pol-I à la disponibilité en facteurs de croissance (Chan et al, 2011)(figure 15). 
 Les voies de signalisation régulant la transcription des ADNr en réponse à la 
disponibilité en facteurs de croissances et en nutriment ont fait l’objet d’une revue récente et 




II. Chromatine et transcription des gènes cibles de E2F  
1. Les facteurs de transcription E2Fs : 
 
La famille des facteurs de transcription E2Fs comprend les facteurs E2F1 à E2F8 
(avec deux isoformes de E2F3 (E2F3a et E2F3b) et de E2F7 (E2F7a et E2F7b). Les facteurs 
E2F régulent la transcription de gènes impliqués dans l’entrée et la progression en phase S 
comme CCNE1, CDC6 ou DHFR. Ces gènes sont activés à la transition G1/S et réprimés en 
dehors de la phase S (Zhan et al, 2014). Toutefois, le rôle des facteurs E2Fs ne se limite pas à 
la régulation de gènes de la phase S. Par exemple E2F1 est requis pour l’apoptose et régule 
l’expression de gènes pro-apoptotiques comme ARF, p73, Casp3 ou Casp7. L’isoforme 
E2F3b est recruté sur des gènes impliqués dans la différenciation musculaire et est requis pour 
la différenciation musculaire (Attwooll et al, 2004; Chen et al, 2009; Zhan et al, 2014). E2F6 
a été impliqué dans la répression des gènes homéotiques (Takeda et al, 2006). 
Sur la base de leur rôle dans la régulation des gènes du cycle cellulaire, et de leur 
structure, les facteurs E2Fs sont classés en deux catégories : Les E2Fs activateurs (E2F1 à 
E2F3), et les E2Fs répresseurs (E2F4 à E2F8). Les facteurs E2F possèdent un domaine de 
liaison à l’ADN dans leur partie N-terminale conservé entre tous les membres de la famille 
E2F et qui leur permet de se lier à leur séquence consensus TTTCCCGC. E2F1 à E2F6 
fonctionnent en hétérodimère avec l’une des trois protéines DP (pour Dimerisation Partner ; 
DP1, DP2/3 ou DP4). L’interaction avec la protéine DP se fait via un domaine de dimérisation 
situé dans la partie centrale des E2F. Ce domaine est absent dans E2F7 et E2F8 qui fixent 
l’ADN sans doute comme un homodimère (figure 16) (Chen et al, 2009; Zhan et al, 2014).  
Les facteurs E2F 1 à 5 présentent un domaine transactivateur dans leur partie C-
Terminale. Ce domaine contient une séquence de liaison aux protéines à poche (Rb la protéine 
du Rétinoblastome et les protéines apparentées p107 et p130). Les facteurs E2F1 à 3 
interagissent préférentiellement avec Rb tandis que E2F4 et E2F5 interagissent avec p107 et 
p130 (Attwooll et al, 2004). Ces protéines à poche régulent l’activité des facteurs E2F1-5 
(Henley & Dick, 2012). Lorsqu’ils sont en complexe avec une protéine à poche, les facteurs 
E2F1 à E2F5 se comportent comme des répresseurs transcriptionnels. Leur domaine 
transactivateur est inhibé et ils recrutent, via les protéines à poche, des co-représseurs 
transcriptionnels. La phosphorylation des protéines à poches par les complexes CDK-cyclines 







transactivation est ainsi libéré, les facteurs E2F dits "activateurs" (E2F1-3) peuvent recruter 
des co-activateurs transcriptionnels. Les facteurs E2F répresseurs (E2F4-5), lorsqu’ils ne sont 
pas en complexe avec une protéine à poche, ont une faible capacité de transactivation (Chen 
et al, 2009; Zhan et al, 2014). 
 Les facteurs E2F6 à 8, ne possèdent pas de domaines activateurs ni de domaines 
d’interaction avec les protéines à poche. De ce fait ils sont considérés comme des répresseurs 
indépendants des protéines à poches (Chen et al, 2009).  
 
2. Chromatine et Régulation transcriptionnelle des gènes cibles de E2F : 
 
Ainsi, les facteurs E2F régulent la transcription via le recrutement de co-régulateurs 
transcriptionnels. Ces co-régulateurs sont principalement des enzymes de modification des 
histones et des complexes de remodelage qui via la chromatine régulent la transcription des 
gènes cibles. Ainsi, dans les cellules en G0 ou en début de G1, les promoteurs des gènes 
cibles de E2F sont réprimés et caractérisés par la méthylation  sur H3K9 et l’ hypoacétylation 
sur H3 et H4 (Nicolas et al, 2003). Lorsque ces gènes sont activés à la transition G1/S leur 
promoteur présentent les méthylations H3K4me3, H3R17 et H3R26, et sont hyperacétylés sur 
H3 et H4 (Chen et al, 2009; El Messaoudi et al, 2006; Tyagi et al, 2007). Dans les cellules 
différenciées ou sénescentes, qui sortent du cycle de façon irreversible, ces gènes sont placés 
dans un état de répression stable caractérisé par la tri-méthylation de H3K9 et H3K27, la 
déméthylation de H3K4 et l’hypoacétylation à leur promoteur (Blais & Dynlacht, 2007; Blais 
et al, 2007; Narita et al, 2003; van Oevelen et al, 2008) . Les mécanismes chromatiniens qui 
répriment les gènes cibles de E2F en fin de phase sont moins connus. 
Dans ce chapitre je présente les enzymes de modification des histones impliquées dans 
la mise en place du paysage chromatinien des gènes cibles des facteurs E2F, lors de l’arrêt 
irréversible du cycle cellulaire, en G0/G1 et à la transition G1/S. Je termine sur les facteurs 
E2F6-8 qui sont impliqués dans la répression de ces gènes en fin de phase S, étape dont les 





a) -La sortie irréversible du cycle cellulaire : la différenciation et la sénescence : 
 
Au cours de la différenciation cellulaire ou de la sénescence, la sortie du cycle 
cellulaire est irréversible, au contraire de l’état de quiescence des cellules non différenciées 
(telles que les cellules souches adultes ou les modèles expérimentaux comme les cellules 
privées en sérum) qui peuvent en réponse à un stimulus donné repartir dans le cycle. La sortie 
irréversible du cycle cellulaire s’accompagne de la répression stable des gènes cibles de E2F 
impliqués dans le cycle cellulaire (Chicas et al, 2010). Cette répression stable s’accompagne 
de la triméthylation de H3K9me3 et H3K27me3 à leur promoteur, de la déméthylation de 
H3K4me3 et de la déacétylation (Ait-Si-Ali et al, 2004; Narita et al, 2003; Vandromme et al, 
2008; Vaute et al, 2002). La mise en place de ce paysage chromatinien, aussi bien en 
sénescence que lors de la différenciation cellulaire est médiée par les protéines à poche et 
notamment Rb qui interagissent avec des histones méthyltransférases, des histones 
déacétylases et des histones déméthylases (Chen et al, 2009; Chicas et al, 2010; Narita et al, 
2003). 
Dans les cellules en différenciation ou en sénescence, Rb interagit avec l’histone 
méthyltransférase Suv39H requise pour la mise en place de H3K9me3 au promoteur des 
gènes cibles de E2F (Ait-Si-Ali et al, 2004; Narita et al, 2003). Rb interagit également avec 
les histone déacétylases HDAC1 et HDAC2. Le complexe répresseur histone déacétylase 
sin3B qui contient HDAC1 et HDAC2 est requis pour la déacétylation au niveau des gènes 
cibles de E2F lors de la différenciation et de la sénescence (Grandinetti et al, 2009; van 
Oevelen et al, 2008). Rb interagit également avec les histones déméthylases JARID1A et 
JARID1B. JARID1A et JARID1B déméthylent H3K4me3 au promoteur des gènes cibles de 
E2F lors de la sénescence et de la différenciation cellulaire (Chicas et al, 2012; van Oevelen 
et al, 2008) . 
La répression de certains gènes du cycle cellulaire comme Mcm5, Cdc25, Mcm3 et 
CycD au cours de la différenciation musculaire s’accompagne de la triméthylation sur H3K27 






b) -La répression en G0 et G1 : 
 
Dans les cellules en G0 et G1, les gènes cibles de E2F sont comme évoqué plus haut 
dans un état réprimé caractérisé par la méthylation sur H3K9 à leur promoteur et 
l’hypoacétylation (Chen et al, 2009; Nicolas et al, 2003; Zhan et al, 2014). 
La répression des gènes de la phase S dans les cellules en G0 (quiescence) et G1 se fait 
via des complexes E2F/protéine à poche. E2F4 et E2F5 sont les E2Fs exprimées dans les 
cellules quiescentes (les E2Fs activateurs E2F1-3 sont activés peu avant la phase S, ils sont 
eux-mêmes des gènes cibles de E2F) (Chen et al, 2009; Zhan et al, 2014).  
Il a été montré dans des fibroblastes NIH3T3 induits en quiescence par privation de 
sérum que E2F4 via p130 recrute le complexe répresseur mSin3B et l’histone déacétylase 
HDAC1 dans la répression de gènes du cycle cellulaire (Ferreira et al, 2001; Rayman et al, 
2002). HP1 et l’histone méthyltransférase Suv39H, spécifique de H3K9, recrutées via Rb, ont 
été impliquées dans la répression de gènes cibles de E2F, comme par exemple la Cycline E, 
dans des fibroblastes de souris (Nicolas et al, 2003; Nielsen et al, 2001) . Les fibroblastes 
déplétés pour SUV39H1/H2 présentent une augmentation de l’expression de la Cycline E 
(Nielsen et al, 2001). Rb recrute également l’histone déacétylase HDAC1 sur le promoteur de 
la cycline E (Brehm et al, 1998; Magnaghi-Jaulin et al, 1998). La déplétion de HDAC1 dans 
des fibroblastes NIH3T3 en prolifération entraîne une augmentation de la transcription de 





c) -Activation à la transition G1/S 
 
A la transition G1/S, les protéines à poche sont phosphorylées par les complexes 
CDK/Cycline. Les facteurs E2Fs activateurs pourront recruter des co-activateurs via leur 
domaine de transactivation (Henley & Dick, 2012).  
Les co-activateurs recrutés par les E2Fs activateurs incluent des histone-
acétyltransférases et des histone-méthyltransférases. Une histone déméthylase, PHF8 
spécifique de H4K20, a été impliquée dans ce processus. Les facteurs E2F recrutent 
également la sous-unité TFIID du complexe ARN polymérase (Ross et al, 1999).  
Ainsi, il a été montré que dans les cellules prolifératives, E2F1 recrute les histones 
acétyl-transférases p300/CBP (Ait-Si-Ali et al, 2000), GCN5, TIP60 (Taubert et al, 2004) . 
L’histone arginine méthyltransférase CARM1 (PRMT4) a été impliquée dans 
l’activation transcriptionnelle par E2F1 de la cycline E1 (Ccne1) à la transition G1/S. 
L’activation de Ccne1 gène cible de E2F à la transition G1/S s’accompagne du recrutement de 
CARM1 et de la méthylation de H3R17 et H3R26. CARM1 est recrutée au promoteur de 
Ccne1 via la protéine ACTR qui interagit avec E2F1. Des tests de transactivation montrent 
que CARM1 participe à l’activation transcriptionnelle de Ccne1 par E2F1. Comparés à des 
cellules sauvages, les fibroblastes embryonnaires murins déplétés pour CARM1, 
synchronisées en G0 par privation en sérum présentent une activation plus faible de la 
transcription de Ccne1 en réponse au sérum (El Messaoudi et al, 2006).  
Plusieurs études ont montré que les KMT H3K4 spécifiques MLL sont impliquées 
dans l’activation de gènes cibles de E2Fs. Les facteurs E2F activateurs permettent le 
recrutement de MLL et MLL2 au promoteur de la cycline E. Le recrutement des MLL par les 
facteurs E2F lors de l’activation de gènes du cycle se fait via le complexe HCF-1 (Host Cell 
Factor-1) qui interagit avec E2F1 à la transition G1/S. La déplétion des complexes MLL ou de 
HCF-1 entraîne une diminution de H3K4me3 au promoteur de CCNE1 et sa répression 
transcriptionnelle (Takeda et al, 2006; Tyagi et al, 2007).  
L’histone déméthylase PHF8, capable de déméthyler H4K20me1 est requise pour le 
recrutement de HCF1 au promoteur des gènes cibles de E2F comme CCNE1, CDC25A ou 
E2F1. PHF8 est capable de déméthyler la marque répressive H4K20me1. La déplétion de 
PHF8 entraîne la perte du recrutement de HCF1 au promoteur de ces gènes cibles et 
s’accompagne de l’augmentation de la marque répressive H4K20me1 (Liu et al, 2010b). 
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d) -La répression en fin de phase S : 
 
Les facteurs répresseurs E2F4 et E2F5 ne sont pas recrutés sur les gènes cibles dans 
les cellules en phase S (Takahashi et al, 2000). La répression en fin de phase S fait intervenir 
les facteurs E2F6 (Giangrande et al, 2004; Leung & Nevins, 2012), E2F7 (Westendorp et al, 
2012) et E2F8 (Christensen et al, 2005)). Cependant, il a été décrit que E2F4 pouvait 
compenser l’absence de E2F6 dans les cellules déplétées pour ce facteur (Giangrande et al, 
2004). 
Aucun des facteurs E2F6-8 ne possède de domaine d’interaction avec les protéines à 
poche. Leur découverte est plus récente que les autres E2F. Aussi,  leurs mécanismes d’action  
et l’identité des protéines co-régulatrices avec lesquelles ils s’associent sont encore à l’étude.  
Quelques études se sont attachées à identifier des co-répresseurs des facteurs E2F6-8. 
Il a ainsi été décrit que E2F7 s’associe avec CtBP (C-terminal Binding Protein), un co-
répresseur capable d’interagir avec les histones déacétylases HDAC1, HDAC2 et le complexe 
de remodelage NuRD impliqué dans la répression transcriptionnelle. Des tests de 
transactivation montrent que E2F7 et CtBP coopèrent pour contrebalancer l’activation 
transcriptionnelle par E2F1 (Liu et al, 2013; Zhao et al, 2014). Au regard des gènes cibles de 
E2F,  il a été montré que E2F6 interagit avec l’ATPase BRG1 du complexe de remodelage 
SWI/SNF. E2F6 et BRG1 sont co-recrutées sur les promoteurs de  gènes cibles de E2F 
(CDC6, E2F1, PCNA, TK)  pendant la phase S. Des tests de transactivation dans les cellules 
de glioblastome humaines T98G montrent que BRG1 est requise pour la répression du 
promoteur de E2F1 par E2F6 (Leung & Nevins, 2012). E2F6 interagit également avec des 
protéines du complexe répresseur Polycomb (Giangrande et al, 2004; Ogawa et al, 2002; 
Stielow et al, 2014). Des études fonctionnelles dans des cellules synchronisées seront 
nécessaires pour tester l’implication de ces partenaires dans la répression de gènes au cours de 
la phase S. 
Le tableau 6 dresse un récapitulatif des activités de modification des histones 





     






HDAC1 Histone déacétylase 
E2F4, E2F5 Rb, p130, p107 





E2F1-3   




PHF8 H2K20 méthyltransférase 
Diff. / 
Sénescence 
Suv39H H3K9 méthyltransférase 
E2F4, E2F5 Rb, p130, p107 
HDAC1 - HDAC2 Histone déacétylase 
Jarid1A H3K4 déméthylase 
Jarid1B H3K4 déméthylase 
Fin de phase S ? ? E2F6-8   
  
Tableau 6: Activités de modification des histones impliquées dans la régulation des gènes 
cibles de E2F  
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Objectifs de la thèse: 
 Mon travail de thèse visait à comprendre comment les histone-déméthylases 
JMJD2A/KDM4A,  JARID1A/KDM5A, JARID1B/KDM5B interviennent dans la régulation 
des processus chromatiniens et en particulier la transcription.  Je me suis intéressé aux 
mécanismes moléculaires qui régulent la transcription des gènes ribosomiques et des gènes 
cibles de E2F, deux classes de gènes clés  de la croissance et de la division (prolifération) 
cellulaires. La compréhension des mécanismes chromatiniens mis en jeu est d’une importance 
capitale pour appréhender la régulation de ces deux processus essentiels à la vie de la cellule 
et dérégulés dans les cancers.  
 Les méthylations sur H3K4me3/2 et H3K9me3/2 régulent la transcription de façon 
antagoniste. Ainsi, H3K4me3/2 marque le promoteur des gènes actifs alors que H3K9me3/2 
est une marque répressive de la transcription. Ces deux marques sont mutuellement 
exclusives. Les histones déméthylases JMJD2A et JARID1A/B sont capables d’enlever les 
marques de méthylation H3K9me3/2 et H3K4me3/2, respectivement.  Je me suis intéressé à 
l’implication de ces KDMs dans le passage d’un état actif de la transcription (H3K4 méthylé, 
H3K9 déméthylé) à inactif (H3K4 déméthylé,  H3K9 méthylé) ou inversement.  
 
Au début de ma thèse, il était documenté que la méthylation des histones participait à 
la régulation de la dynamique transcriptionnelle des gènes ribosomiques. Si certaines des  
enzymes établissant la méthylation étaient décrites, peu de choses étaient connues sur les 
KDMs impliquées dans cette dynamique. De plus, jusqu’à ce jour les mécanismes à la 
jonction entre la chromatine et les voies signalisation qui régulent la transcription des gènes 
ribosomiques restent mal connus. J’ai ainsi observé que l’histone-demethylase JMJD2A est 
présente dans les nucléoles de cellules humaines, site de la transcription des gènes 
ribosomiques. En collaboration avec l’équipe du Dr. Konstantin Panov (Queen’s University, 
Belfast, Irlande), notre objectif a été de comprendre le rôle de JMJD2A dans la transcription 
des gènes ribosomiques et d’étudier comment cette histone déméthylase intègre les signaux 
cellulaires qui adaptent cette transcription à la disponibilité en facteurs de croissance 
(Résultats, partie 1). 
 Au début de ma thèse, peu de choses étaient connues également sur l’identité des 
KDMs impliquées dans la déméthylation de H3K4 et H3K9 sur les gènes cibles de E2F, au 
cours au cours du cycle cellulaire. De plus, les mécanismes moléculaires impliquant des 
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KDMs dans l’exclusion mutuelle entre les méthylations sur H3K4 et H3K9 étaient à élucider. 
Mon objectif, sur la base de données de la littérature et de données préliminaires de l’équipe, 
était de mettre en évidence l’implication de JARID1A/B (H3K4) et de JMJD2A (H3K9) dans 
la transcription de ces gènes au cours du cycle cellulaire, étudier, leur impact sur la 
progression dans le cycle et tester leur  implication dans l’exclusion mutuelle entre les 
méthylations sur H3K4 et H3K9. Mes résultats initiaux ajoutés à ceux publiés au cours de ma 
thèse m’ont amené à me concentrer sur le rôle de KDM5/JARID1A-B dans cette régulation. 










A. Partie1 : L’histone déméthylase JMJD2A et la Régulation 
transcriptionnelle des gènes ribosomiques en réponse aux facteurs de 
croissance et aux nutriments 
I. Résultats expérimentaux : 
 
JMJD2A est présente dans les nucléoles et s’associe au ADNr : 
Nous avons analysé par immunofluorescence la localisation subcellulaire de JMJD2A dans 
des cellules U2OS cyclantes. L’analyse par immunofluorescence montre un marquage 
nucléaire homogène et des zones avec un marquage plus intense qui correspondent aux 
nucléoles comme l’indique la colocalisation avec la sous unité A194 de l’ARN Pol-I ou avec 
UBF  (Figure 17A, 17B).  Ces résultats ont été validés dans d’autres lignées cellulaires 
humaines transformées (HeLa, GC92) ou non transformées (WI38). Le marquage nucléolaire 
ne semble pas être une propriété commune à toutes les KDMs puisque LSD1 par exemple est 
exclue des nucléoles (Annexe figure S1). 
La présence de JMJD2A dans les nucléoles nous a conduit à adresser la question de son 
recrutement sur les ADNr. Nous avons analysé par immunoprécipitation de chromatine avec 
deux anticorps différents dans les cellules U2OS cyclantes le recrutement de JMJD2A à 
différentes régions des ADNr. L’analyse par q-PCR montre un fort enrichissement de 
JMJD2A au promoteur et un recrutement plus faible dans la région codante ou dans l’IGS 
(Intergenic spacer) (figure 18B). 
Nous avons également testé par co-immunoprécipitation si JMJD2A interagit avec la 
machinerie ARN Pol-I. Pour cela JMJD2A a été immunoprécipitée puis l’immunoprécipitat a 
été analysé par Western Blot avec des anticorps dirigé contre la sous la sous-unité A194 de 
l’ARN-Pol-I, les sous unités TAF110 et TAF63 de SL1 et UBF. JMJD2A ne co-précipite pas 
avec pas avec TAF110, TAF63 ou UBF, par contre elle co-précipite avec A194 suggérant la 
présence de JMJD2A et de Pol-I dans un  même complexe multiprotéique (figure 18C). 
 Ainsi JMJD2A est présente dans les nucléoles,  interagit avec l’ARN Pol-I et est recrutée au 
promoteur des gènes ribosomiques. Nous avons donc étudié son rôle dans la régulation de la 






JMJD2A est requise pour l’activation de la transcription Pol-I en réponse au sérum : 
Les facteurs de croissance sont apportés aux cellules en culture par le sérum. La transcription 
Pol-I étant étroitement régulée en fonction de la disponibilité en facteurs de croissance, elle 
est réprimée dans les cellules déprivées en sérum et est réactivée lorsque l’on rajoute à 
nouveau du sérum. Comme décrit plus haut, la chromatine participe à la régulation de la 
transcription Pol-I. Nous avons donc testé les effets de la déplétion de JMJD2A, histone 
déméthylase dans la transcription des ADNr en réponse aux facteurs de croissance. 
 Pour analyser l’activation de la transcription des ADNr en réponse aux facteurs de 
croissance, les cellules U2OS cyclantes sont déprivées en sérum pendant 24h, à la suite 
desquelles on rajoute à nouveau du nouveau sérum et on peut ainsi suivre la transcription Pol-
I par différentes méthodes. Nous avons mené ce type d’expérience de déprivation-Rajout de 
sérum en comparant des cellules préalablement transfectées ou non avec un siRNA dirigé 
contre JMJD2A. La transcription Pol-I a été mesurée en analysant l’incorporation de 5-FUrd 
(5-fluoridine) que l’on rajoute en même temps que le sérum (figure 19D). Le 5-FUrd 
s’incorpore dans les ARN et est analysé par immunofluorescence en utilisant un anticorps 
spécifique (anti BrDU). Le marquage nucléolaire réflète la transcription Pol-I.  Nous avons pu 
ainsi observer que l’activation de la transcription Pol-I en réponse au sérum est fortement 
diminuée dans les cellules déplétées pour JMJD2A en comparaison aux cellules contrôles, 
indiquant qu’en réponse au sérum, JMJD2A est requise pour activer la transcription Pol-I 
(figure 19E,19F). Nous avons obtenu les mêmes résultats en marquant les ADNr avec de 












La stabilité de JMJD2A, sa présence dans les nucléoles, et son recrutement sur les ADNr sont 
régulés par le sérum : 
Nous avons en effet étudié dans des expériences de déprivation-rajout de sérum, l’expression 
de JMJD2A ,  sa localisation subcellulaire et son recrutement sur les ADNr. 
l’Analyse par RT-PCR montre l’augmentation attendue du niveau d’expression des pré-rRNA 
en réponse au sérum. Cependant on n’observe aucune variation du niveau d’ARNm de 
JMJD2A. Les niveaux de A194 et d’UBF restent également inchangés (figure 20A). 
L’analyse par Western Blot montre une augmentation du niveau d’expression de JMJD2A 
lors du rajout de sérum, tandis que les niveaux protéiques de  A194 restent inchangés (figure 
20B). Ces observations suggèrent que l’ajout de sérum régule la stabilité de JMJD2A. Elles 
sont en  
accord avec des données de la littérature qui montrent que l’expression de JMJD2A est 
régulée par le protéasome. L’ajout de cycloheximide montre que la demi-vie de JMJD2A 
passe d’environ 1 heure en absence de sérum à 2 heures lors du rajout de sérum (figure 20C). 
 L’analyse par immunofluorescence à différents temps, montre que dans les cellules 
déprivées en sérum, la localisation de JMJD2A dans les nucléoles est fortement diminuée, 
pour être rapidement restaurée lorsque l’on rajoute le sérum (figure 20D). Ce résultat indique 
que la capacité de JMJD2A à être localisée au nucléole est régulée par les facteurs de 
croissance. De fait,  l’immunoprécipitation de chromatine montre que le recrutement de 
JMJD2A sur les ADNr est quasiment perdu dans les cellules déprivées en sérum pour être 
restoré dès 30min après  l’ajout de sérum et reste constant jusqu’à une heure post ajout de 
sérum (figure 20E).  
 L'ensemble de nos résultats indique donc que la régulation de la localisation de 
KDM4A est un des mécanismes par lequel la cellule adapte le taux de transcription des 
rDNAs à la disponibilité en facteurs de croissance.  
PI3K régule la localisation nucléolaire de JMJD2A : 
Les voies mTOR, ERK et PI3K décrites plus haut étant des voies majeures impliquées dans la 
régulation de la transcription Pol-I en réponse aux facteurs de croissances et aux nutriments, 
nous avons testé par immunofluorescence si elles contrôlent la localisation de JMJD2A dans 
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les nucléoles. Pour cela, des cellules U2OS ont été déprivées en sérum, puis traitées avec des 
inhibiteurs spécifiques de ces kinases avant de rajouter du sérum. L’efficacité des inhibiteurs 
a été contrôlée en analysant par western blot la phosphorylation de protéines cibles des 
kinases inhibées (Annexe figure S4). La localisation subcellulaire de JMJD2A ainsi que la 
transcription Pol-I (incorporation de 5-FURD) ont été analysées par immunofluorescence. 
  En accord avec leur rôle dans la transcription Pol-I, les inhibiteurs de chacune des trois 
kinases entraînent une diminution de la transcription Pol-I, avec un effet plus important 
lorsque l’on inhibe PI3K. Les inhibiteurs de MEK/MAPKK(PD98059) ou de mTOR 
(Rapamycine) n’ont pas d’effet sur la localisation de JMJD2A.  
Cependant, les inhibiteurs de PI3K (LY294002 et PI-103) inhibent la translocation de 
JMJD2A dans les nucléoles (figure 21A, 21C). Pour s’assurer que l’effet des inhibiteurs de 
PI3K sur la translocation nucléolaire de JMJD2A n’est pas dû à l’inhibition plus forte 
observée sur la transcription Pol-I, les inhibiteurs des voies MAPK et mTOR ont été 
combinés. En accord avec les données de la littérature qui suggèrent une coopération entre ces 
deux voies dans l’activation de la transcription Pol-I, ce traitement inhibe la transcription Pol-
I à un niveau comparable à celui observé pour l’inhibiteur de PI3K, mais pourtant n’affecte 
pas la translocation de JMJD2A dans les nucléoles (figure 21A, 21C). Ces observations  
montrent d’une part que PI3K régule translocation de JMJD2A dans les nucléoles en réponse 
au sérum et d’autre part que cette translocation n’est pas une conséquence de l’activation de la 
transcription Pol-I.  
L’effet de PI3K sur la translocation de JMJD2A est indépendant de  AKT, effecteur majeur 
décrit pour PI3K. En effet le traitement avec des inhibiteurs de  AKT, n’affecte pas la 
translocation de JMJD2A dans le nucléole (figure 21B). Le mécanisme par lequel PI3K, 







L’activation de la transcription Pol-I par JMJD2A s’accompagne de la déméthylation de  
H3K9me3 : 
  Nous nous sommes intéressés aux mécanismes moléculaires par lesquels JMJD2A 
régule la transcription Pol-I en réponse au sérum. Dans un premier temps nous avons testé si 
son activité enzymatique est requise pour activer la transcription Pol-I en réponse au sérum. 
Pour cela  une forme active ou un mutant de l’activité catalytique (JMJD2AH188A) ont été 
surexprimés dans les cellules U2OS préalablement à une expérience de déprivation-rajout de 
sérum. L’effet de la surexpression du mutant sur la transcription Pol-I a été mesuré par 
immunofluorescence après incorporation de 5-FURD. Le niveau de transcription Pol-I dans 
les  cellules surexprimant JMJD2AH188A est plus faible en réponse au sérum que dans les 
cellules exprimant la protéine sauvage, indiquant que l’activité déméthylase de JMJD2A est 
requise pour l’activation de la transcription Pol-I en réponse au sérum (figure 22A, 22B) . 
Nous avons ensuite étudié par immunoprécipitation de chromatine les effets de la déplétion de 
JMJD2A sur la méthylation au niveau des ADNr de H3K9 substrat de JMJD2A. Comme 
décrit plus haut (rubrique organisation des ADNr), 50% des copies des ADNr sont maintenues 
en permanence dans un état « silencé » hétérochromatinisé et réfractaire à la transcription. 






Nous avons tiré profit du fait que même dans les cellules U2OS  déprivées en sérum, une 
fraction de l’ARN Pol-I reste liée sur les ADNr (Ray et al, 2013). Ainsi, en immunoprécitant 
l’ARN Pol-I on isole les ADNr euchromatiniens aussi bien actifs que réprimés. On 
s’affranchit ainsi des copies « silencées » des ADNr qui sont caractérisées par l’absence 
d’ARN Pol-I. Les ADNr euchromatiniens ainsi isolés peuvent ensuite être soumis à une 
seconde immunoprécipation avec un anticorps dirigé contre la cible de notre choix.  
Nous avons par cette technique de ChIP-reChIP confirmé dans un premier temps que 
JMJD2A se lie aux copies euchromatiniennes des ADNr (figure 22C) . Ensuite nous avons 
étudié l’effet de la déplétion de JMJD2A sur les méthylations H3K9 et H3K36 dans des 
expériences déprivation-rajout de sérum. Pour cela nous avons utilisé pour la seconde 
immunoprécipitation des anticorps dirigés contre H3K9me3, H3K9me2, H3K9me1 et 
H3K36me3. Des anticorps dirigés contre les IgG ont été utilisés pour déterminer le bruit de 
fond qui a été soustrait du signal obtenu avec les anticorps. Nous avons pu obtenir des signaux 
interprétables (supérieurs au bruit de fond) avec les anticorps dirigés contre H3K9me3, et 
H3K9me1. Ces signaux ont été normalisés par le signal obtenu avec un anticorps dirigé contre 
H3.  
Comme attendu, dans les cellules traitées avec le siRNA contrôle, en corrélation avec 
l’activation de la transcription Pol-I, on observe lors de l’ajout de sérum une diminution de la 
forme triméthylée H3K9me3 au profit de H3K9me1 qui traduit une déméthylation de la 
marque répressive H3K9me3 (figure 22D, 22E). Cette déméthylation de H3K9me3 en 
réponse au sérum est perdue dans les cellules déplétées pour JMJD2A (figure 22F, 22G). Ce 
résultat suggère que JMJD2A déméthyle H3K9me3 sur les copies euchromatiniennes des 
rDNA lors de l’ajout de sérum et que cette déméthylation joue un rôle important dans 
l’activation de la transcription Pol-I en réponse au sérum. 
JMJD2A n’est pas indispensable pour maintenir la transcription Pol-I dans les cellules non 
déprivées en sérum : 
JMJD2A étant présente sur les ADNr dans les cellules cyclantes non déprivées en sérum, nous 
avons étudié son rôle dans la transcription Pol-I dans des cellules U2OS prolifératives. La 
déplétion de JMJD2A dans les cellules prolifératives n’a pas d’effet sur la transcription Pol-I 
mesurée en quantifiant l’incorporation d’Uridine tritiée dans les pre-ARNr (figure 23A, 23B). 







pas d’effet sur la transcription Pol-I mesurée par immunofluorescence après incorporation de 
5-FURD (figure 23C, 23E). La capacité des cellules à proliférer a été mesurée par un test de 
survie et ne montre aucun effet de la déplétion de JMJD2A. Ces résultats indiquent que même 
si elle est présente au promoteur des rDNA dans les cellules prolifératives, JMJD2A n’est pas 
requise pour maintenir la transcription Pol-I.  
II. Conclusions : 
 
Dans ce premier axe de ma thèse, nous avons observé que JMJD2A est présente dans les 
nucléoles des cellules humaines et avons montré son implication dans la régulation de la 
transcription Pol-I. JMJD2A participe à l’activation de la transcription Pol-I en réponse aux 
facteurs de croissance. En effet, dans les cellules privées en sérum où la transcription Pol-I est 
réprimée, JMJD2A est délocalisée des nucléoles. En réponse au sérum, elle s’accumule dans 
les nucléoles où elle est requise pour l’activation subséquente de la transcription Pol-I. Nous 
avons montré que l’accumulation nucléolaire de JMJD2A en réponse au sérum est régulée par 
une voie Phosphatidyl-inositol-3-Kinase (PI3K) indépendante de AKT. Son rôle dans 
l’activation de la transcription Pol-I est dépendant de son activité. Ainsi, JMJD2A intervient 
dans la déméthylation de H3K9me3 au promoteur des ADNr, événement nécessaire à leur 
activation transcriptionnelle en réponse au sérum. 
Les données de la littérature démontrent l’implication de plusieurs voies signalétiques 
(PI3K, MAPK, mTOR) dans la régulation de la transcription des ADNr par Pol-I. Ces voies 
ciblent les facteurs généraux de la transcription comme UBF, ou RRN3 (TIF-1A), permettant 
une adaptation de la transcription Pol-I en réponse aux facteurs de croissance.  Certains des 
mécanismes affectant la structure de la chromatine et les acteurs impliqués dans ce 
remodelage au niveau des gènes ribosomiques sont également bien décrits. En revanche, peu 
de choses sont connues sur les mécanismes à l’intersection entre les voies de transduction du 
signal  et la chromatine dans ce processus, encore moins au regard des histone-déméthylases.  
Nos résultats montrent pour la première fois l’implication de l’histone déméthylase 
JMJD2A dans la régulation de la transcription Pol-I.  Ils  placent cette histone- déméthylase à 
la jonction entre la chromatine et une voie de signalisation régulée par PI3K, mais 
indépendante de Akt dans la régulation de la transcription Pol-I, première étape de la 
 102 
 
biogénèse des ribosomes. Les mécanismes par lesquels la PI3K régule la localisation 







B. Partie 2 : Les histones déméthylases JARID1A/KDM5A et 
JARID1B/KDM5B dans la régulation transcriptionnelle des gènes 
cibles de E2F 
 
Résultats expérimentaux : 
 
L’expression de JARID1A augmente lors de la progression des cellules en G1 : 
J’ai dans un premier temps étudié le  niveau d’expression  de JARID1A et JARID1B 
au cours du cycle cellulaire, afin de rechercher une éventuelle corrélation entre leur 
expression et celle des gènes cibles de E2F. Des cellules NIH3T3 ont été synchronisées en G0 
par privation de sérum pendant 48h puis relancées dans le cycle par ajout de sérum. L’analyse 
de la distribution des cellules dans le cycle par cytométrie en flux indique qu’elles entrent en 
phase S entre et 10 et 12  heures après le rajout de sérum (figure 24A). Par RT-PCR, on 
observe, comme attendu, que l’expression des gènes cibles de E2F Cdc6, Ccne1 et Cdc25a 
augmente à la transition G1/S (figure 24B).  
Aucune variation significative de l’expression de JARID1A au niveau des ARNm 
n’est observable lors de la progression en G1 (figure 24C). Cependant, par Western blot on 
observe que le niveau  protéique de JARID1A augmente lors de la progression en phase S, 
avec un profil similaire à celui de Cdc6 gène cible de E2F (figure 24C). Ces résultats 
indiquent que le niveau d’expression de JARID1A est régulé au niveau post-transcriptionnel 
au cours de la progression depuis la quiescence jusqu’à la phase S. L’augmentation de son 
expression lors de la progression vers la phase S en corrélation avec l’activation des gènes 
cibles de E2F suggère qu’elle peut jouer un rôle dans la régulation transcriptionnelle de ceux-







JARID1A et JARID1B répriment l’expression de la Cycline E (Ccne1) gène cible de E2F à la 
transition G1/S et en phase S : 
Pour étudier le rôle de JARID1A dans l’expression des gènes cibles de E2F au cours 
du cycle cellulaire, nous avons utilisé une approche perte de fonction dans les cellules 
NIH3T3 synchronisées. Les cellules sont synchronisées en G0 par privation de sérum, puis 
transfectées avec des siRNA en l’absence de sérum. Après la transfection lorsque l’action des 
siRNA est effective, les cellules sont relancées dans le cycle en rajoutant du sérum. 
Comme évoqué dans la rubrique « famille JARID1 et régulation transcriptionnelle », il a été 
décrit que l’absence de JARID1A sur certains gènes cibles pouvait être compensée par 
JARID1B. Dans une première expérience, nous avons testé par RT-PCR les effets de la 
déplétion de JARID1A et JARID1B séparément et de leur co-déplétion sur la transcription des 
gènes cibles de E2F. L’efficacité des siRNA sur leurs cibles a été testée par RT-PCR (figure 
25A).  Nous n’observons par RT-PCR aucun effet de la déplétion de JARID1A ou JARID1B 
sur la transcription de Ccne1 gène cible de E2F. Cependant la co-déplétion de JARID1A et 
JARID1B entraîne une augmentation de la transcription de Ccne1 en G1/S et en S (figure 
25B). Par la suite, nous avons co-déplété JARID1A et JARID1B (figure 26A). J’ai ainsi 
observé par 4 expériences indépendantes que la co-déplétion de JARID1A et B conduit à une 
augmentation significative de la transcription de Ccne1 et Cdc6,  à la transition G1/S  et en 
phase S, c'est à dire lorsque celle-ci est activée. Les gènes cibles de E2F Cdc2a et Mcm5 ne 
montrent pas de variation significative après déplétion de JARID1A et JARID1B (figure 
26B).  
Ces expériences montrent que JARID1A et JARID1B sont requises en G1/S et en S pour 
limiter la transcription de Ccne1, et Cdc6 tandis que  certains gènes comme cdc25a et Mcm5 
ne sont pas régulés. Les raisons de cette spécificité pour certains gènes de E2F cibles restent à 
déterminer.  
 
La déplétion de JARID1A et JARID1B n’affecte pas l’entrée des cellules en phase S : 
Ayant observé une augmentation de la transcription de Cdc6 et Ccne1, gènes cibles de 
E2F impliqués dans l’entrée et la progression en phase S, nous avons voulu tester si les 
cellules déplétées pour JARID1A/B avaient une cinétique d’entrée en phase S accélérée. Nous 











comme décrit plus haut, et nous les avons stimulées au sérum. L’entrée des cellules en phase 
S a été mesurée par immunofluorescence (figure 27A, 27B). Pour cela, à différents temps 
après ajout de sérum, les cellules ont été traitées pendant 30 minutes avec du BrDU qui est 
incorporé uniquement par les cellules en phase S. Les cellules BrDU positives sont ensuite 
marquées en immunofluorescence en utilisant un anticorps dirigés contre le BrDU puis 
comptées. Nous avons observé dans trois expériences indépendantes que la co-déplétion de 
JARID1A et JARID1B n’affecte pas la cinétique d’entrée des cellules en phase S (figure 
27A,27B). Ce résultat indique que l'augmentation de l'expression des gènes Ccne1 et Cdc6 
dans les cellules déplétées pour JARID1A/B ne se traduit pas par des différences détectables 
dans la cinétique d'entrée en phase S. 
Mécanisme d’action de JARID1A et B  
Nous avons voulu tester si l’action de JARID1A et B sur la transcription des gènes 
cibles de E2F est directe. Pour cela, nous avons étudié par immunoprécipitation de 
Chromatine (ChIP), le recrutement de JARID1A et JARID1B au promoteur des gènes cibles 
de E2F Cdc6 (dont l’expression est régulée par JARID1A et B) et Cdc25a (dont l’expression 
ne varie pas dans les cellules déplétées pour JARID1A et B). Des cellules NIH3T3 ont été 
synchronisées par privation de sérum, puis analysées à 0h (G0), 12h (phase S) après l’ajout de 
sérum. L’expression de Cdc6 et Cdc25a a été analysée par RT-PCR et le recrutement de 
JARID1A et B au promoteur de Cdc6 et Cdc25a a été analysé par immunoprécipitation de 
chromatine. Comme attendu, l’expression de Cdc6 et Cdc25a augmente dans les cellules en 
phase S (Figure 28A). 
 L’analyse par ChIP montre que JARID1A et JARID1B sont recrutées au promoteur 
des gènes cibles de E2F Cdc6 et Cdc25a aussi bien en G0 lorsque ceux-ci sont réprimés qu’en 
phase S, lorsqu’ils sont transcrits (figure 28B). Ceci indique que JARID1A et B sont présentes 
sur le promoteur Cdc6, suggérant qu'elles soient capables de le réguler directement. 
Cependant, nous n'observons pas de corrélation entre la présence de ces protéines et l'activité 
du promoteur Cdc6. De plus, elles sont recrutées sur le promoteur de Cdc25a qui n’est pas 
sensible à leur déplétion. Ces résultats indiquent qu'elles ne sont pas régulées uniquement par 
leur recrutement au promoteur des gènes cibles. 







Discussion :  
Axe1 : Rôle de JMJD2A dans la transcription des gènes ribosomiques en réponse au sérum 
La transcription des gènes ribosomiques (ADNr) en pré-ARNr par la  Pol-I a lieu dans 
les nucléoles. C’est la première étape de la biogénèse des ribosomes. La biogénèse des 
ribosomes est un processus extrêmement régulé à différentes étapes (et en particulier au 
niveau de la transcription du pré-ARNr), car elle permet de réguler la synthèse protéique 
globale, impactant ainsi sur l’adaptation de la croissance et la prolifération cellulaire aux 
conditions environnementales. La biogénèse des ribosomes est extrêmement couteuse en 
énergie, et de ce fait, la transcription Pol-I, est régulée en fonction de la disponibilité en 
facteurs de croissance et en nutriments. Dans les cellules privées en facteurs de croissance 
et/ou en nutriments, elle est réprimée. En présence de facteurs de croissance/nutriments elle 
est activée. Cette régulation est sous le contrôle de voies de signalisation cellulaire comme les 
voies PI3K, mTOR et MAPK parmi les mieux décrites (Kusnadi et al, 2015). La chromatine 
participe également à cette régulation. Les mécanismes à la jonction entre les voies de 
signalisation et la chromatine dans ces processus sont encore mal connus.  
Nous avons montré que JMJD2A est impliquée dans la régulation de la transcription 
Pol-I. JMJD2A participe à l’activation de la transcription Pol-I en réponse aux facteurs de 
croissance. En effet, dans les cellules privées en sérum où la transcription Pol-I est réprimée, 
JMJD2A est délocalisée des nucléoles. En réponse au sérum, elle est transloquée dans les 
nucléoles où elle est requise pour l’activation subséquente de la transcription Pol-I. Nous 
avons montré que l’accumulation nucléolaire de JMJD2A en réponse au sérum est régulée par 
une voie Phosphatidyl-inositol-3-Kinase (PI3K) indépendante d’AKT. Son rôle dans 
l’activation de la transcription Pol-I est dépendant de son activité déméthylase. Ainsi, 
JMJD2A intervient dans la déméthylation de H3K9me3 au promoteur des ADNr, événement 
nécessaire à leur activation transcriptionnelle en réponse au sérum. 
Dans ce chapitre, je présente les implications de cette étude sur notre compréhension 
des mécanismes épigénétiques qui régulent la transcription Pol-I en réponse aux facteurs de 
croissance, et propose des pistes qui nous permettraient d’améliorer cette compréhension. Je 
présente des questions qui, selon moi, seront un enjeu majeur dans le domaine dans les années 
à venir et je propose de nouvelles approches expérimentales pour les aborder. Pour finir, 
j’aborde l’impact de nos travaux, et de récentes données sur JMJD2A dans le ciblage de 
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JMJD2A pour le traitement des cancers et l’hypertrophie cardiaque ventriculaire, deux 
pathologies de la croissance et la prolifération cellulaire. 
 
JMJD2A dans la régulation épigénétique  des ADNr en réponse au sérum : 
Des gènes réprimés qui recrutent l’ARN Polymérase, quel mécanisme ? : 
Les copies euchromatiniennes des ADNr peuvent être régulées au niveau chromatinien 
pour adapter la transcription Pol-I aux besoins énergétiques de la cellule. Il a ainsi été montré 
que dans les cellules privées en glucose, les ADNr peuvent être placés dans un état 
chromatinien réprimés où ils sont diméthylés à leur promoteur sur H3K9. Plus récemment, il a 
été mis en évidence dans les cellules privées en sérum la mise en place de copies en pause des 
ADNr caractérisées par la présence concomitante à leur promoteur des méthylations 
H3K4me3 et H3K27me3 (Grummt & Langst, 2012). 
Nous avons observé dans les cellules U2OS privées en sérum, l’existence de  copies 
des ADNr tri-méthylées sur H3K9 et qui recrutent l’ARN Pol-I. En réponse au sérum, 
H3K9me3 est ensuite déméthylée de façon JMJD2A dépendante au profit de H3K9me1. Ces 
résultats appuient un modèle dans lequel JMJD2A régule le premier round de transcription en 
déméthylant H3K9me3. Dans ce modèle, la présence de H3K9me3 au promoteur des ADNr 
dans les cellules privées en sérum (où JMJD2A est délocalisée des nucléoles) favorise la 
pause  de  l’ARN polymérase. En présence de sérum, le recrutement de JMJD2A au nucléole 
permettrait la déméthylation de H3K9me3 et l’élongation de la transcription. Ainsi, JMJD2A 
serait requise pour permettre le premier round de transcription en réponse aux facteurs de 
transcription. Après le premier passage de la polymérase, les ADNr seraient déplétés en 
nucléosomes. JMJD2A ne serait ensuite plus requise pour maintenir la transcription. Cette 
hypothèse expliquerait l’absence d’effet de la déplétion de JMJD2A dans les cellules 
prolifératives où la transcription des ADNr est déjà activée.  
Pour valider ce modèle, il faudrait dans un premier temps tester les effets de la 
déplétion de JMJD2A sur la transition initiation-élongation. On le pourrait en étudiant par 
ChIP l’effet de la déplétion de JMJD2A sur le recrutement de l’ARN Pol-I dans la région 
codante des ADNr en réponse au sérum.   
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Si JMJD2A est impliquée dans la déméthylation d’une fraction des ADNr liée par Pol-
I, tri-méthylée sur H3K9 et réprimée pour la transcription, quelle est la méthyltransférase 
impliquée dans cette répression en réponse à une privation en sérum ? Murayama et al. ont 
montré que dans les cellules privées en glucose, Suv39H est recrutée sur les ADNr au sein 
d’un complexe eNOSC (Murayama et al, 2008). En absence de glucose, le complexe eNOSC 
est recruté sur les ADNr et conduit à la diméthylation de H3K9. Suv39H peut également 
triméthyler H3K9. De façon intéressante, l’activité de Suv39H est régulée par des 
modifications post-traductionnelles. Par exemple, l’acétylation de sa lysine 266 inhibe son 
activité méthyltransférase (Vaquero et al, 2007). Le complexe eNOSC contient l’histone 
déacétylase SIRT1 qui est activée dans des conditions énergétiques défavorables (Murayama 
et al, 2008) et pourrait  à son tour activer Suv39H. On peut dans ce même raisonnement 
imaginer des mécanismes qui en absence de sérum favorisent l’activité tri-méthyltransférase 
de Suv39H. Ce modèle pourrait être testé en comparant les effets de la surexpression ou de la 
déplétion de Suv39H sur les niveaux de H3K9me2 et H3K9me3 dans des cellules privées en 
sérum ou en nutriments. Comme nous l’avons fait pour JMJD2A, il serait intéressant de 
caractériser le profil de recrutement de Suv39H sur la fraction des ADNr liée par Pol-I dans 
les cellules privées en sérum ou remises en présence de sérum, et  dans celles ou JMJD2A a 
été déplétée et où H3K9me3 est présente même en présence de sérum. Si Suv39H est 
impliquée dans cette régulation, on peut s’attendre à avoir un profil inverse à celui observé 
pour JMJD2A.  
 
La privation en sérum et la mise en « pause » des ADNr : 
Dans les cellules NIH3T3 privées en sérum, Xie et al. ont montré une augmentation du 
pourcentage des ADNr dits en pause. Xie et al. décrivent des ADNr en pause caractérisés par 
la présence concomitante des marques H3K4me3 et H3K27me3 et les nucléosomes en 
conformation NucD qui empêche le recrutement de l’ARN Pol-I (Xie et al, 2012). S’agit-t-il 
d’un autre mécanisme de régulation de la transcription des ADNr, où l’état en pause décrit par 
Xie et a.l est-t- il un état intermédiaire à celui que nous observons ?  
Le positionnement du nucléosome à leur promoteur régule la transcription des ADNr. 
La conformation NucU du promoteur permet la transcription, tandis que la conformation 
NucD l’inhibe en empêchant le recrutement de l’ARN Pol-I (Li et al, 2006).  Les copies en 
pause des ADNr décrites par Xie et al., sont caractérisées par des promoteurs en conformation 
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NucD. Leur activation requiert le passage par l’intermédiaire de CSB à la conformation NucU 
(Xie et al, 2012). De ce fait, s’il s’agit de la même voie, cela implique que l’état que nous 
observons en absence de sérum (présence de H3K9me3 et de l’ARN Pol-I), est formé après la 
mise en place de la conformation NucU par CSB. On pourra tester cette possibilité en 
caractérisant les effets de la déplétion de CSB, JMJD2A ou des deux sur la transcription des 
ADNr en réponse au sérum. Si ces deux protéines ne fonctionnent pas dans la même voie, on 
devrait avoir des effets cumulatifs de leur déplétion sur la transcription des ADNr (Figure 
29). 
 
JMJD2A coopère-t-elle avec d’autres histones déméthylases ? 
En réponse au sérum, dans les cellules déplétées pour JMJD2A, on observe une 
augmentation de H3K9me3 et une diminution de H3K9me1, par rapport aux cellules 
contrôles. Ceci suggère que JMJD2A participe à la déméthylation de H3K9me3 vers 
H3K9me1. Il est possible que JMJD2A permette le passage de H3K9me3 à H3K9me1 car elle 
est capable de déméthyler H3K9me3 et H3K9me2. Cependant il a été montré que JMJD2A 
déméthyle préférentiellement H3K9me3 (Chen et al, 2006; Feng et al, 2010). Par ailleurs, des 
données montrent que l’histone déméthylase PHF8 capable de déméthyler H3K9me2 est 
recrutée au promoteur des ADNr et régule la transcription Pol-I (Zhu et al, 2010). JMJD2A 
pourrait coopérer avec d’autres histones déméthylases (notamment PHF8) dans ce processus. 
C’est le cas par exemple de JMJD2C (H3K9me3) et LSD1 (H3K9me2) qui coopèrent dans 
l’activation de gènes régulés par le récepteur des androgènes (Wissmann et al, 2007). De 
même, chez la drosophile les histones déméthylases Lid2 (H3K4me3), et Lsd1 (H3K4me2) 
coopèrent dans la déméthylation de H3K4me2 au promoteur des gènes cibles de la voie Notch 
(Di Stefano et al, 2011).  Dans ces deux exemples, il a été montré que les déméthylases sont 
dans un même complexe (Lid2/Lsd1) ou capable d’interagir (JMJD2C/LSD1). Aucune 
donnée de la littérature ne montre que JMJD2A et PHF8 puissent être présentes dans un 
même complexe, et c’est une possibilité qu’il serait intéressant de tester par 







(Feng et al, 2010) sont capables d’interagir avec la machinerie Pol-I.  Il est également possible que 
cette coopération soit séquentielle et que JMJD2A intervienne dans un complexe spécifique pour 
déméthyler H3K9me3 en H3K9me2,  qui sert alors de substrat à PHF8. Il est intéressant de noter que 
PHF8 est stabilisé au promoteur des ADNr actifs par sa capacité à lier H3K4me3 via son domaine PH. 
JMJD2A possède un domaine TUDOR également capable de lier H3K4me3 (Lee et al, 2008).  La 
possibilité que ce domaine soit impliqué dans la stabilisation du recrutement de JMJD2A au 
promoteur des ADNr reste à élucider. En ce qui concerne PHF8 et son implication dans l’activation de 
la transcription Pol-I, il a également été démontré que cette KDM interagit avec un complexe à 
activité H3K4me3 contenant WDR5 (Feng et al, 2010). Ainsi, il existe une coopération entre une H3K4 
méthyltransférase qui méthyle H3K4 et PHF8 qui est recrutée et stabilisée aux promoteurs via la 
liaison de son domaine PHD à H3K4me3. On a donc ici un contrôle positif de la transcription via 
l’action coordonnée d’une KMT spécifique de K4 et une KDM qui maintient H3K9 sous sa forme 
déméthylée. Il serait réellement intéressant de compléter notre étude en  testant l’hypothèse d’une 
coopération entre JMJD2A et PHF8 dans la déméthylation de H3K9 aux promoteurs des ADNr. Les 
approches incluraient des ChIP croisées pour rechercher s’il existe une interdépendance entre le 
recrutement de JMJD2A et PHF8, et donc les deux événements de déméthylation (caractérisation des 
marques H3K9me3 et H3K9me2 après manipulation des niveaux de JMJD2A/PHF8), et si WDR5 et 
JMJD2A peuvent se retrouver dans un même complexe dans lequel serait également présent PHF8. 
Ces approches permettraient de juger du lien mécanistique entre ces deux événements de 
déméthylation.  
De façon plus générale, il serait intéressant de tester si en réponse au sérum, JMJD2A 
est recrutée à la chromatine avec d’autres activités modulant la chromatine. Les activités qui 
ont un impact complémentaire sur la transcription Pol-I (comme par exemple JMJD2A, PHF8 
et G9a présentées plus haut, rubrique « Chromatine et ADNr ») sont-elles recrutées en 
complexes ? J’ai établi deux lignées de cellules U2OS exprimant de façon stable JMJD2A 
couplée à une étiquette Strep Tag ou GFP respectivement. La protéine JMJD2A taguée peut 
être immunoprécipitée avec des billes qui se lient spécifiquement au tag correspondant puis 
analysée par spectrométrie de masse en vue de mettre en évidence des interactions. Ces 
lignées pourraient être utilisées pour mettre en évidence des interactions entre JMJD2A et des 
régulateurs chromatiniens en réponse au sérum. Ceci apportera des informations sur une 
possible coopération entre JMJD2A et d’autres régulateurs de la transcription Pol-I. 
 
Comment PI3K régule-t-elle la translocation de JMJD2A dans les nucléoles ? : 
Nous avons montré que la PI3K régule la translocation de JMJD2A dans les nucléoles. 
La question qui en découle est : comment s’opère cette régulation ? La PI3K constitue le 
premier maillon d’une cascade de phosphorylations. En accord avec les données de la 
littérature évoquées plus haut qui montrent que cette voie cible par phosphorylation des 
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protéines régulant la transcription Pol-I, nous avons émis l’hypothèse que l’accumulation 
nucléolaire de JMJD2A lors du rajout de sérum passe par sa phosphorylation. C’est le cas par 
exemple de TIF1A (Rrn3) dont la stabilité et la translocation dans le nucléole sont régulées 
par sa phosphorylation par AKT et la kinase CK2 en aval (Nguyen le & Mitchell, 2013). 
JMJD2A pourrait également  être régulée directement par PI3K, c’est le cas d’UBF qui 
interagit avec PI3K et est directement phosphorylé par celle-ci (Drakas et al, 2004). En 
accord, JMJD2A possède de nombreux motifs potentiels de phosphorylation (annexe 4). Nous 
avons voulu tester cette hypothèse par spectrométrie de masse, dans l'idée de mettre en 
évidence des variations de phosphorylation de JMJD2A entre la privation et le rajout de 
sérum ou lors du traitement des cellules au LY294002 (inhibiteur de PI3K). À cette fin nous 
avons utilisé les deux lignées cellulaires stables que j’ai décrites plus haut. La protéine 
JMJD2A taguée a été immunoprécipitée avec des billes qui se lient spécifiquement au tag 
correspondant puis analysée par spectrométrie de masse en vue de mettre en évidence des 
phosphorylations (voir annexe 4). Nous n’avons pas été en mesure de mettre en évidence des 
phosphorylations de JMJD2A. Les conditions expérimentales devront être améliorées pour 
utiliser cette approche. 
 Une autre possibilité  serait que JMJD2A soit transloquée dans les nucléoles via une 
autre protéine, qui elle, serait régulée par la voie PI3K. Par exemple, la voie PI3K régule par 
phosphorylation la translocation de Rrn3 (TIFA) dans le nucléole (Kusnadi et al, 2015). On 
pourrait tester cette hypothèse en testant (co-immunoprécipation) si JMJD2A interagit avec 
des facteurs comme TIFA dont la translocation est régulée par PI3K. On pourra, si de telles 
interactions sont mises en évidence, tester l’impact de la déplétion (ou surexpression) de ces 
facteurs sur l’accumulation nucléolaire de JMJD2A en réponse au sérum. 
La voie PI3K/AKT est la voie canonique. Cependant, nous avons observé que 
l’inhibition d’AKT n’affecte pas la translocation de JMJD2A, suggérant que JMJD2A 
pourrait être une cible directe de PI3K ou d’un effecteur autre qu’AKT. En effet, PI3K peut 
également entraîner des réponses biologiques indépendantes de AKT, via la kinase PDK1 qui 
active par phosphorylation d’autres kinases comprenant PKB, S6K, RSK, SGK et PKC 
(Bayascas, 2014). Des données préliminaires montrent qu’un inhibiteur de PDK1, inhibe 
également la translocation de JMJD2A dans les nucléoles en réponse au sérum. Ces résultats 
qui restent à reproduire suggèrent que la régulation de JMJD2A par PI3K passe par PDK1. 
Des investigations supplémentaires dans ce sens permettront de déterminer quels effecteurs en 




Régulation de la transcription Pol-I : Vers un modèle intégré  
Du fait de son importance dans la vie de la cellule, comprendre les mécanismes 
régulant la transcription des gènes ribosomiques est crucial. Au niveau chromatinien, nombre 
d’études ont montré l’implication d’activités modulant la chromatine dans la régulation de la 
transcription Pol-I. Plusieurs questions fondamentales restent à adresser.  
Etude du recrutement des régulateurs chromatiniens : 
Comment ces activités coopèrent-t-elles ? Agissent-t-elles toutes de façon 
coordonnées ? Quelle est leur mode d’action de recrutement ? Par exemple dans les cellules 
privées en sérum quels facteurs sont recrutés, qu’advient t-il de leur recrutement lorsque l’on 
rajoute du sérum ? L’outil majeur utilisé pour adresser ces questions est la ChIP. Cette 
technique, bien qu’extrêmement informative présente quelques limites. En effet on ne peut 
regarder que le recrutement d’un facteur donné à la chromatine. De plus, elle est sujette à la 
qualité des anticorps qui sont utilisés. 
  Il serait intéressant de développer une approche non biaisée qui permette l’étude des 
protéines recrutées sur les ADNr. Des techniques comme la PiCH (Dejardin & Kingston, 
2009) et l’enChIP  développées pour les télomères pourraient être adaptées aux ADNr (Fujita 
et al, 2013). Il s’agit de précipiter une séquence d’intérêt et d’identifier par spectrométrie de 
masse les protéines qui y sont associées. Les séquences répétées comme les ADNr sont 
particulièrement adaptées à ce type de technique. On pourrait comme dans le cas de l’enChIP, 
utiliser  des protéines (TALE) qui reconnaissent les séquences d’ADNr de façon spécifique. 
Les protéines TALE seront couplées à un tag, qui permet ensuite d’immunoprécipiter les 
ADNr. On pourra ensuite par spectrométrie de masse identifier les protéines recrutées sur les 
ADNr. On pourrait ainsi tester par exemple l’impact de la déplétion de facteurs comme 
JMJD2A sur leur recrutement par des études complémentaires.  
La spectrométrie de masse permet également de se concentrer sur une protéine 
d’intérêt dont on connait la séquence peptidique. On pourra donc  par ce type d’approche 
étudier, avec une notion de cinétique, dans un contexte biologique donné (en réponse au 
sérum par exemple), le recrutement de différentes activités à la chromatine, les modifications 






Etude des cibles non-histones des histones déméthylases : 
 
La méthylation régule également l’activité de protéines autres que les histones. Il a été 
montré in vitro, que JMJD2A est capable de déméthyler des peptides triméthylés provenant de 
CSB et G9a, toutes les deux impliquées dans l’activation de la transcription des ADNr 
(Ponnaluri et al, 2009). JMJD2A est également présente dans le cytoplasme où elle interagit 
avec des protéines de la traduction et régule la synthèse protéique et ce, de façon dépendante 
de son activité déméthylase. Ainsi, le rôle des histones déméthylases va au-delà de leurs 
substrats histones. Connaître les substrats non-histones de ces protéines améliorerait notre 
compréhension des mécanismes régulés par les KMTs et les KDMs, leurs substrats histones 
ne suffisant pas toujours à expliquer leur fonction. Connaître les protéines nouvellement 
méthylées dans une condition donnée (rajout de sérum par exemple), serait donc une 
précieuse information. 
  Les KMTs utilisent comme donneur de méthyle la S-adénosyl méthionine (SAM). On 
peut tirer profit de cette caractéristique pour identifier de façon non biaisée des protéines 
nouvellement méthylées. Pour cela, on peut utiliser une forme modifiée de SAM que l’on 
rajoute au milieu de culture au moment voulu (lors du rajout de sérum par exemple). Les 
protéines méthylées seraient identifiées par spectrométrie de masse (les peptides 
apparaîtraient sous forme de doublets). Par spectrométrie de masse, on peut se concentrer sur 
la détection de protéines d’intérêt dont on connait la séquence peptidique. On pourrait ainsi 
identifier, par exemple, des protéines méthylées en réponse au sérum, et tester l’impact de la 
déplétion de KDMs sur ce qu’on peut appeler le néo-méthylome. Ces données pourront être 
recoupées avec les données d’interactome pour identifier des cibles directes, qui pourraient 
être validées in vitro. Pour l’étude de protéines méthylées dans la régulation de la 
transcription Pol-I, on pourrait par exemple, purifier les nucléoles avant l’analyse par 
spectrométrie de masse.  À ma connaissance, ce type d’approche n’a jamais été utilisé pour 
étudier des KDMs. Cependant l’incorporation de SAM marquée a été utilisée (Hanz et al, 
2014), montrant que ce cofacteur peut effectivement être utilisé pour marquer des protéines 
nouvellement méthylées. 
De tels outils s’ils sont mis au point apporteraient une nouvelle dimension à notre 
compréhension des mécanismes chromatiniens. 
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JMJD2A, pathologies de la prolifération via la régulation de la biogénèse des 
ribosomes :  
La synthèse protéique est étroitement liée à la prolifération cellulaire. La transcription 
Pol-I est la première étape de la biogénèse des ribosomes. Nous avons montré que JMJD2A 
est impliquée dans l’activation de la transcription Pol-I en réponse aux facteurs de croissance. 
De façon intéressante, une étude très récente a montré que JMJD2A, également présente dans 
le cytoplasme, interagit avec la machinerie de traduction et régule la synthèse protéique. Sa 
déplétion dans les cellules humaines HEK293T entraîne une diminution globale de la 
synthèse protéique (Van Rechem et al, 2015). Ces données avec les nôtres montrent que 
JMJD2A est un activateur de la synthèse protéique qui agit aussi bien au niveau des nucléoles 
dans la transcription des ADNr que dans le cytoplasme dans l’initiation de la traduction ; deux 
étapes clés de la synthèse protéique. En effet, la déplétion de JMJD2A accroît la sensibilité 
des cellules HEK293T à la rapamycine, un inhibiteur de la synthèse protéique (Van Rechem 
et al, 2015).  
JMJD2A est surexprimée dans des cancers comme le cancer du sein où elle joue un 
rôle positif dans la prolifération des cellules cancéreuses (Li et al, 2011a). Ces informations 
placent JMJD2A comme une cible thérapeutique de choix dans le traitement des cancers. 
Elles confortent l’idée de coupler son inhibition à l’utilisation d’inhibiteurs de la synthèse 
protéique dans le traitement des cancers. 
La transcription des ADNr, la synthèse protéique sont également dérégulées dans les 
pathologies de la croissance cellulaire comme  l’hypertrophie cardiaque ventriculaire 
(Brandenburger et al, 2001). L’hypertrophie cardiaque suite à un infarctus du myocarde, peut 
conduire à une insuffisance cardiaque. JMJD2A a été impliquée in vivo chez la souris, dans 
l’induction de l’hypertrophie cardiaque musculaire. Sa déplétion inhibe l’hypertrophie 
cardiaque induite en réponse à une surpression de l’artère aortique. JMJD2A pourrait, au 
moins en partie, participer à l’hypertrophie cardiaque via la transcription Pol-I et la synthèse 
protéique. Cette hypothèse qui reste à valider ouvre la possibilité dans cette pathologie 





Axe 2 : JARID1A et B dans la régulation transcriptionnelle des gènes cibles d’E2F : 
Les gènes comme CCNE1, CDC6, CDC25A et  MCM5 sont requis pour l’entrée et la 
progression en phase S. Ces gènes doivent donc être activés lors de l’entrée en phase S et 
réprimés en fin de phase S et en dehors. La transcription de ces gènes est régulée par les 
facteurs E2F qui participent aussi bien à leur activation qu’à leur répression. Les facteurs E2F 
agissent en recrutant des co-régulateurs transcriptionnels, qui via la chromatine régulent 
l’expression des gènes cibles (Chen et al, 2009; Zhan et al, 2014). Pour se restreindre à la 
méthylation des lysines, les gènes cibles d’E2F, lorsqu’ils sont  réprimés, sont caractérisés par 
la méthylation répressive sur H3K9 mise en place par l’histone méthyltransférase Suv39H 
recrutée grâce aux facteurs E2F. Lorsque ces gènes doivent être activés à la transition G1/S, 
ils sont méthylés sur la marque activatrice H3K4me3 mise en place par l’histone 
méthyltransférase MLL également recrutée grâce aux facteurs E2F (Chen et al, 2009; Zhan et 
al, 2014). Dans ce processus les histones déméthylases qui permettent de déméthyler H3K9 à 
la transition G1/S, et de déméthyler H3K4 en fin de phase S, ne sont pas connues, pas plus 
que les mécanismes qui permettent l’exclusion mutuelle entre les méthylations sur H3K9 et 
H3K4. 
Sur la base de données de la littérature et de données préliminaires de l’équipe j’ai, 
dans ce deuxième axe de ma thèse, étudié l’implication des H3K4 déméthylases JARID1A et 
B dans la régulation de la transcription de gènes cibles d’E2F au cours du cycle cellulaire. 
JARID1A et B sont recrutées sur les gènes cibles d’E2F CCNE1, CDC6, CDC25A et  MCM5 
aussi bien lorsqu’ils sont actifs que lorsqu’ils sont réprimés. La co-déplétion de JARID1A et 
JARID1B dans des cellules synchronisées montre que ces deux KDMs sont requises pour 
réprimer la transcription de CCNE1, CDC6 à la transition G1/S et en phase S lorsque ces 
gènes sont actifs. La transcription de CDC25A et MCM5 n’est pas affectée en réponse à la 
déplétion de JARID1A et B. La co-déplétion de JARID1A et B n’affecte pas la cinétique 
d’entrée des cellules en phase S. 
Je présente ici les questions immédiates sur lesquelles ouvrent ces données, avec pour 
certaines qui ont été abordées les résultats préliminaires obtenus. Je présente également des 
données de la littérature parues pendant ma thèse qui ont impliqué les histones déméthylases 
JARID1A et JMJD2B dans l’exclusion mutuelle entre les marques antagonistes H3K9 et 
H3K4, axe que j’aurais voulu étudier, tout en présentant des questions qui, selon moi, restent 
à étudier pour mieux appréhender ces mécanismes. Pour finir, je présente l’implication de 
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JARID1A et B dans les cancers, en confrontant ces données avec les résultats que j’ai 
obtenus.  
Mode d’action de JARID1A et JARID1B au niveau chromatinien et impact sur 
la progression dans le cycle cellulaire :  
 
Au niveau chromatinien : 
 
JARID1A et B participent à la répression des gènes cibles d’E2F  Ccne1 et Cdc6 à la 
transition G1/S, lorsque ceux-ci sont activés. Il faudrait maintenant s'attacher à déterminer 
comment au niveau chromatinien, ces deux protéines régulent la transcription de ces gènes 
cibles. Notre hypothèse est qu’elles agissent en déméthylant H3K4me3 à leurs promoteurs. 
Des données récentes de la littérature présentées en introduction montrent qu’ensemble, elles 
déméthylent H3K4me3 aux promoteurs de gènes cibles d’E2F lors de l’arrêt irréversible du 
cycle cellulaire induit pendant la sénescence, appuyant fortement cette hypothèse.  Il s’agira 
donc de tester si leur déplétion s’accompagne de la déméthylation de H3K4me3 à leurs 
promoteurs cibles. Pour cela, des cellules déplétées ou non pour JARID1A et B ont été 
relancées dans le cycle et arrêtées à la transition G1/S. Ces cellules seront analysées par 
immunoprécipitation de chromatine avec un anticorps dirigé contre H3K4me3 que j’ai déjà 
caractérisé.  
 
Quel impact sur la progression dans le cycle cellulaire ?: 
Par ailleurs, il faudra également tester l’impact de JARID1A et B sur la progression 
dans le cycle cellulaire, en particulier sur la sortie de la phase S. En effet, j’ai constaté que la 
déplétion de JARID1A et B n’affecte pas l’entrée en phase S de cellules NIH3T3 
synchronisées par privation de sérum. Nous n’observons des effets des siRNA dirigés contre 
JARID1A et B sur la transcription de Ccne1 et Cdc6 qu’à la transition G1/S et pendant la 
phase S. Ceci suggère qu’il faudrait se concentrer sur leur impact dans la sortie de la phase S. 
Il faudra avant toute chose tester si la dérépression transcriptionnelle de Ccne1 et Cdc6 
lorsqu’on déplète JARID1A et B se répercute au niveau protéique, aspect que je n’ai pas pu 
aborder jusqu’ici pour des raisons techniques (spécificité des anticorps commerciaux en 
Western Blot). Dans ces études, il faudra tenir compte du fait que les niveaux de CCNE1 et 
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CDC6 au niveau protéique sont régulés par le protéasome. Il faudrait au besoin traiter les 
cellules au MG132 à la transition G1/S. Si l’effet au niveau protéique sur CCNE1 et CDC6 est 
confirmé, on pourra tester l’impact de la dérépression observée pour Ccne1 et Cdc6 sur la 
sortie des cellules de phase S. 
Cependant, si elle représente un modèle de choix pour étudier l’entrée des cellules en 
phase S, la privation en sérum n’est pas le meilleur modèle pour étudier la sortie des cellules 
de la phase S. En effet les cellules ont tendance à se désynchroniser en fin de phase S. Par la 
suite, pour étudier la sortie de phase S, nous avons opté pour la synchronisation par double 
bloc thymidine (Tyagi et al, 2007). Avec cette méthode de synchronisation, les cellules sont 
synchronisées à la transition G1/S et restent synchrones pendant deux cycles. 
Une première expérience a été initiée dans les cellules synchronisées par double bloc 
thymidine. J’ai testé  l’effet de la déplétion de JARID1A et B sur l’expression de Cdc6 et 
Ccne1 à la transition G1/S et en fin de fin de phase S (lorsque leur expression est réprimée au 
niveau transcriptionnel). Les cellules ont été déplétées ou non pour JARID1A et B puis 
relancées dans le cycle et analysées par RT-qPCR en G1/S et en fin de phase S. Dans les 
cellules contrôles, on observe comme attendu un  niveau d’expression de Ccne1 plus élevé en 
G1/S qui diminue en fin de phase S. Dans les cellules déplétées pour JARID1A et B, on 
observe à la transition G1/S un niveau d’expression de Ccne1 50% supérieur à celui observé 
dans les cellules contrôles. De plus, la diminution en fin de phase S de la transcription de 
Ccne1 est quasiment perdue par rapport aux cellules contrôles. Des effets similaires sont 
obtenus pour Cdc6. Cette première expérience confirme les données obtenues en 
synchronisant les cellules par privation en sérum, et indique que JARID1A et B sont requises 
pour réprimer la transcription de Ccne1 et Cdc6 en fin de phase S. Je pourrai donc dans ce 
système,  tester les effets de la déplétion de JARID1A et B sur la sortie des cellules de la 
phase S.   
 
Comment est régulée l’activité de JARID1A et B ? 
 
Nous avons constaté que bien qu’elles soient recrutées sur plusieurs gènes cibles 
d’E2F (Cdc6, Ccne1, Cdc25a, Mcm5), la déplétion de JARID1A et B  n’affecte la 
transcription que de certains d’entre eux (Ccne1 et Cdc6). Il y a deux explications possibles à 
cette observation.  La première est que dans  nos conditions expérimentales la déplétion de 
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JARID1A et B n’est pas suffisante. Ainsi certains promoteurs (Cdc25a ; Mcm5) plus affins 
pour ces  deux protéines même dans les cellules traitées avec les siRNA, retiennent 
suffisamment de JARID1A et B pour maintenir la répression transcriptionnelle. Nous 
pourrons tester cette possibilité en regardant par ChIP le recrutement de JARID1A et B dans 
les cellules déplétées pour ces deux protéines, et relancées dans le cycle.  
L’autre possibilité est  que la régulation par JARID1A et B est contexte dépendante. 
Dans ce cas, JARID1A et B bien que recrutées sur certains gènes cibles ne les répriment pas. 
Dans ce cas, comment cette action est-elle régulée ? Une caractérisation des promoteurs 
régulés (Cdc6, Ccne1) ou non (Cdc25a ,Mcm5) apporterait des informations. On pourrait 
commencer par le recrutement des facteurs impliqués dans la régulation des gènes cibles.  
Cela soulève la question, si elles agissent en déméthylant H3K4me3, de comment 
l’activité de ces histones déméthylases est régulée. Nous observons qu’elles sont recrutées sur 
les gènes cibles d’E2F aussi bien lorsqu’ils sont réprimés que lorsqu’ils sont actifs. Comment 
leur action répressive est-elle inhibée en début de phase S lorsque les gènes cibles doivent être 
transcrits ? Une possibilité serait que les facteurs E2F activateurs répriment leur activité 
catalytique directement ou via d’autres co-régulateurs. Secombe et collaborateurs ont montré 
par exemple, que lorsqu’elle est en complexe avec dMyc, l’activité déméthylase de Lid2 
(orthologue de JARID1A et B) est inhibée (Secombe et al, 2007). On pourrait tester l’effet de 
la surexpression des facteurs E2F1-3 sur la capacité de JARID1A et B à déméthyler 
H3K4me3 aux promoteurs des gènes cibles. Nous disposons également dans l’équipe de 
fibroblastes NIH3T3 ER-E2F1 qui permettent de tester l’activation par E2F1 seul, 
indépendamment du cycle cellulaire. Ces fibroblastes surexpriment une protéine E2F1 
couplée au domaine de liaison au ligand du récepteur aux œstrogènes, muté pour ne lier que 
l’hydroxytamoxifène. Ainsi, en rajoutant l’hydroxytamoxifène, la protéine ER-E2F1 est 
transloquée dans le noyau où elle active la transcription des gènes cibles. Pour s’affranchir du 
cycle cellulaire, les cellules sont maintenues en quiescence par privation de sérum. Ce modèle 
permettrait de tester si l’activation d’E2F1 inhibe la capacité de JARID1A et B à déméthyler 
H3K4me3. 
Une autre possibilité, non contradictoire avec la précédente, est que JARID1A et B 
sont  des cibles des Cdk/Cycline (notamment Cdk2/CyclineE) qui régulent la transition G1/S. 
C’est le cas de la protéine du rétinoblastome Rb qui est régulée par phosphorylation. On 
pourrait en fin de phase S tester ce qu’il advient de leur capacité à déméthyler H3K4me3 si on 
surexprime Cdk2/CyclineE ou p57, principal inhibiteur connu de la cycline E (Henley & 
Dick, 2012). De façon intéressante, la cycline E étant impliquée dans l’activation des gènes 
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cibles à la transition G1/S, cette hypothèse, si elle est confirmée, révèlerait une boucle de 
rétrocontrôle négatif entre JARID1A et B et la cycline E. 
 
JARID1A et B sont-elles des co-répresseurs des facteurs E2F6-8 ? 
 
Les facteurs E2Fs répresseurs (E2F6-8) ont été impliqués dans la répression des gènes 
cibles pendant la phase S. Identifiés plus récemment, le mode d’action de ces facteurs E2Fs 
est bien moins documenté.  
Cependant,  il a été montré que E2F7 interagit via la protéine CtBP avec les histones 
déacétylases HDAC1 et HDAC2 et le complexe répresseur NuRD. CtBP est requise pour la 
répression transcriptionnelle par E2F7 dans des tests de transactivation. (Liu et al, 2013; Zhao 
et al, 2014). Quant à E2F6, il  interagit avec des protéines du complexe répresseur Polycomb 
(Ogawa et al, 2002; Stielow et al, 2014). 
D’autres études font des liens entre JARID1A et/ou JARID1B et ces co-répresseurs 
potentiels des facteurs E2F6 et 7. En effet, JARID1A interagit également avec HDAC1 et 
HDAC2 au sein du complexe répresseur Sin3B. Le complexe Sin3B est impliqué avec 
JARID1A et JARID1B, dans la répression des gènes cibles d’E2F au cours de la 
différenciation cellulaire et de la sénescence (Grandinetti et al, 2009; van Oevelen et al, 
2008). JARID1A et B ont toutes les deux été décrites comme interagissant avec le complexe 
répresseur NuRD (Li et al, 2011b; Nishibuchi et al, 2014).  Une étude récente d’interaction à 
grande échelle a identifié des partenaires de différentes KDMs (Marcon et al, 2014). Nous 
avons observé en analysant les données générées par cette étude qu’E2F6 est un partenaire 
d’interaction de JARID1B. Enfin, JARID1A fait partie du complexe répresseur Polycomb. 
 
L’ensemble de ces données corrobore l’hypothèse d’un lien fonctionnel entre 
JARID1A et B et les facteurs répresseurs E2F6 et E2F7.  
Ayant observé que JARID1A et B participent à la répression des gènes cibles en phase 
S, il serait intéressant de tester si elles sont des co-répresseurs des facteurs E2F6-8. On 
pourrait dans un premier temps tester par co-immunoprécipitation si JARID1A et B 
interagissent avec les facteurs E2F6-8. Par des expériences de co-déplétion et de rescue 
(surexpression de JARID1A/B et déplétion des E2F6-8 et inversement) on pourra tester si 
JARID1A et B et les facteurs E2F6-8 appartiennent à une même voie qui régule la 
transcription de Ccne1 et Cdc6.  
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 On pourra également tester si JARID1A et B interagissent (co-immunoprécipitation) 
ou coopèrent (co-déplétion, rescue) pendant la phase S avec certains des co-répresseurs 
potentiels décrits dans le paragraphe précédent. 
 
La co-régulation des méthylations sur H3K4 et H3K9, état de l’art : 
 
Nous avions observé que JMJD2A, une H3K9 déméthylase est recrutée sur les gènes 
cibles d’E2F à la transition G1/S. Nous espérions par des analyses croisées étudier une 
éventuelle inter-régulation entre JARID1A et JMJD2A qui permettrait de maintenir un profil 
de méthylation cohérent de H3K4 et H3K9, marques antagonistes et mutuellement exclusives, 
aux promoteurs des gènes cibles. Depuis, deux articles publiés dans PNAS ont impliqué d’une 
part JARID1A et d’autre part JMJD2B dans ces processus. JARID1A est recrutée par 
l’histone méthyltransférase G9a (H3K9 KMT) pour déméthyler H3K4me3 dans la répression 
du promoteur de l’E-globine (Chaturvedi et al, 2012). JMJD2B (H3K9 KDM) recrute MLL 
pour méthyler H3K4me3 dans l’activation des gènes cibles du récepteur aux œstrogènes (Shi 
et al, 2011). Ces mécanismes sont-ils extrapolables aux gènes cibles d’E2F ? Le rôle joué par 
JMJD2B sur les gènes cibles du récepteur aux œstrogènes serait-t-il joué par JMJD2A (que 
nous retrouvons sur les gènes cibles d’E2F lorsqu’ils doivent être activés) ? En plus de 
coopérer avec la KMT qui méthyle la marque antagoniste, ces KDMs peuvent-t-elle s’opposer 
à la KDM qui la déméthyle ? Autant de questions qui pourraient être adressées en étudiant les 
gènes cibles d’E2F, avec à la clé une meilleure compréhension des mécanismes moléculaires 
qui participent à la régulation fine du cycle cellulaire.  
 
JARID1A et B, dans les cancers, fonctions de JARID1A et B : 
 
Nous avons montré que JARID1A et B agissent comme des répresseurs 
transcriptionnels de Ccne1 et Cdc6, gènes impliqués dans la progression dans le cycle 
cellulaire et activés dans les cancers. Au cours de la sénescence et de la différenciation 
musculaire, ces deux KDMs participent à l’arrêt du cycle cellulaire au moins en partie via la 
répression de gènes du cycle cellulaire. Ces données soutiennent l’hypothèse d’un rôle de 
suppresseur de tumeur pour ces deux KDMs.  
Cependant les données de la littérature décrivent JARID1A et B comme des 
oncogènes. JARID1A est activée dans les cancers gastriques, du col de l’utérus, les leucémies 
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et a été impliquée dans la résistance au traitement du cancer du poumon. Dans les souris K.O. 
pour les gènes suppresseurs de tumeurs Rb1 (qui code pour Rb) ou Men1 (Murine Endocrine 
Neoplasia), JARID1A se comporte comme un oncogène. Sa déplétion inhibe la formation de 
tumeurs (Lin et al, 2011). Quant à JARID1B, elle est surexprimée dans les cancers du sein, de 
la rate, de la prostate, du poumon et de la peau (Blair et al, 2011).  
Une partie de l’explication à cette dichotomie se trouve dans la diversité des gènes 
cibles de JARID1A et B. Par exemple, elles ont toutes les deux été impliquées (mais dans des 
systèmes différents) dans la répression transcriptionnelle de p21, inhibiteur des Cdk/Cycline 
et suppresseur de tumeur. JARID1A a été également impliquée dans l’activation 
transcriptionnelle des gènes des protéines ribosomiques RPL3,  RPL7, RPL24 (Tzatsos et al, 
2013). Ainsi, la répression des gènes cibles d’E2F, n’est clairement pas la seule fonction de 
ces KDMs dans la régulation du cycle cellulaire.  
En effet, l’analyse par Western Blot montre une augmentation de leur expression lors 
de la progression en phase S. Pourtant cette augmentation ne se traduit pas par un recrutement 
sur les gènes cibles d’E2F que j’ai analysés par ChIP. Ceci indique que JARID1A et B 
peuvent jouer un rôle positif sur la progression dans le cycle indépendant des gènes cibles 
d’E2F. Cette augmentation de leur expression pourrait en partie s’expliquer par un rôle de ces 
histones déméthylases dans la synthèse protéique globale. La relance des cellules dans le 
cycle après privation de sérum, s’accompagne d’une activation de la synthèse protéique. En 
effet, en plus de réguler la transcription de protéines ribosomiques, il a été montré que 
JARID1A comme JMJD2A régule la synthèse protéique. L’utilisation d’un inhibiteur qui 
inhibe JARID1A et JMJD2A, sensibilise également les cellules à la rapamycine (inhibiteur de 
la voie mTOR qui régule la synthèse protéique) (Van Rechem et al, 2015). Ces données 
indiquent que JMJD2A et JARID1A (et potentiellement JARID1B, au moins par 
compensation) peuvent coopérer dans la régulation de la synthèse protéique. De plus, de façon 
intéressante, JARID1A est également présente dans les nucléoles (Benevolenskaya et al, 
2005). Ces KDMs peuvent-t-elles également coopérer pour moduler la synthèse protéique via 
la transcription Pol-I ? Cette possibilité pourra être testée par des analyses croisées, en 
étudiant la transcription Pol-I par les mêmes approches que nous avons utilisées lors de 
l’étude du rôle de JMJD2A.   
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Conclusion Générale : 
 
Mes travaux de thèse ont montré l’implication des histones déméthylases JMJD2A et 
JARID1A et B dans la régulation de la prolifération, au niveau de l’adaptation de la synthèse 
protéique à la disponibilité en facteurs de croissance (JMJD2A) et du contrôle épigénétique de 
la division cellulaire (JARID1A et B).  
De façon plus générale, la méthylation sur les lysines et par ricochet les KMTs et les 
KDMs qui la mettent en place et l’enlèvent, régule de nombreux processus clés de la vie de la 
cellule. De par leur capacité à moduler le paysage chromatinien, ces enzymes régulent la 
transcription de gènes cruciaux, qui sont dérégulés dans les pathologies comme le cancer. 
Comprendre comment elles agissent revêt donc une importance capitale. Mes travaux de thèse 
s’inscrivent dans cette optique et ont mis en lumière des mécanismes impliquant les KDMs 
JMJD2A, JARID1A et JARID1B dans ces processus. Ces travaux ouvrent également sur des 
questions qui restent à aborder. Comment ces trois KDMs JMJD2A, JARID1A et JARID1B 
et les KDMs en général coopèrent-t-elles avec les autres activités impliquées dans la 
régulation de ces processus cellulaires ? Quel est l’impact de la méthylation sur ces 
partenaires et dans quelle mesure les KDMs les régulent-t-elles ?  
La réponse à ces questions améliorera notre connaissance des mécanismes qui via ces 
régulateurs épigénétiques contrôlent la prolifération cellulaire. Pour y parvenir cependant, il 







Les cellules U2OS ou NIH3T3 de l’ATCC ont été cultivées dans du milieu DMEM  10% 
SVF.  
Cellules U2OS : 
Pour les expériences de privation et relance en sérum, les cellules à 60% de confluence sont 
rincées deux fois avec du PBS (Gibco) et privées en sérum pendant 24 heures dans du milieu 
DMEM 1g/L glucose. Pour la relance, de la transcription Pol-I, les cellules sont ensuite 
incubées dans du DMEM 1g/l glucose contenant 20% de SVF. Tous les milieux de culture 
sont supplémentés avec de la pénicilline 100U/mL et de la streptomycine 100ug/mL (Gibco). 
Les concentrations finales des inhibiteurs de kinases resuspendus dans le DMSO sont : 
PD98059 (25µM), Rapamycine (50 nM), LY294002 (20µM) ; PI-103 (5µM),  AKT-VIII (2,5 
ou 5 µM). Ces inhibiteurs ont été ajoutés 1h avant de relancer les cellules et maintenus dans le 
milieu après le relance. 
Cellules NIH3T3 : 
Pour les expériences de privation et relance en sérum, les cellules à 50% de confluence sont 
cultivées dans du milieu DMEM 4,5g/L glucose 0.5% SVF pendant 48h. La relance se fait en 
remplaçant le milieu par du DMEM 4,5g/L glucose 10% SVF. 
Transfection des Cellules NIH3T3 : 
Pour les expériences de transfection avec des siRNA, les cellules NIH3T3 sont privées en 
sérum pendant 24 heures puis transfectées dans du milieu DMEM 0.5% SVF  avec pour 
chaque cible, un pool de 4 siRNA 50nM (soit 12.5nM pour chaque siRNA). Les siRNA sont 
synthétisés par la compagnie Dharmacon. La transfection est faite en utilisant comme agent 
de transfection du Dharmafect 1 (Dharmacon) selon les indications du fabriquant. Pour les 
boîtes 6 puits, les cellules sont transfectées avec 4µL de Dharmafect dans un volume final de 
2mL de milieu par puits contre 28µL de Dharmafect dans un volume final de 7mL pour les 
boîtes diamètre 10 cm. 24h après transfection, les cellules sont relancées dans le cycle en 
remplaçant le milieu de culture par du milieu DMEM 10% SVF. Les milieux pour la 
transfection et la relance après transfection ne contiennent pas d’antibiotiques. 
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Constructions de KDM4A et transfection des cellules U2OS 
Les plasmides exprimant la protéine humaine sauvage HA-KDM4A sous le contrôle du 
promoteur CMV nous ont été gracieusement donnés par J. Christensen. Le mutant catalytique 
KDM4A-H188A a été généré à partir de ces plasmides en utilisant le kit de mutagénèse Quick 
change mutagenenis (Agilent Technologies) en se basant sur les instructions du fabriquant. 
Les différents siRNA ont été synthétisés par la compagnie Eurogentec et détaillés tableau 7. 
Pour la transfection,  106 cellules sont électroporées avec des siRNA double brins à une 
concentration de 2µM ou avec 2ug de plasmide ou encore les deux combinés en utilisant le 
dispositif de transfection Nucleofector (Amaxa AG, Cologne, Allemagne) en accord avec les 
instructions du fabricant (Tampon nucleofector V, programme X001). 
Tableau 7 : Séquences ou références des siRNA utilisés 
 
Cibles Séquences ou Références Fabricant 
Cellules U2OS KDM4A-1 GUUCGAGAGUUCCGCAAGAdTdT Eurogentec 
  KDM4A-2 GUAUGAUCUUCCAGACUUAdTdT  Eurogentec 
  KDM4A-3 GGGAUUCUAUCUCUUCUGAdTdT Eurogentec 
  Non-targeting (Src) CAUGUCAUGUGUCACAUCUdTdT Eurogentec 
Cellules NIH3T3 JARID1A M-056852-01 Dharmacon 
  JARID1B M-058161-01 Dharmacon 
  Contrôle 1 D-001206-13 Dharmacon 






Marquage des ARN et analyse des ARNr (Equipe de Kostya Panov) 
Le marquage des ARNs dans les cellules U2OS (environ 70% de confluence ou 50% pour les 
expériences de privation-relance) et l’analyse des ARN ont été effectués en utilisant 10mCi de 
3H-Uridine pour 0.2 à 0.4 105 cellules par puits de boîtes de culture  6 puits. Les ARNs ont été 
extraits (Kit Pure Link RNA Mini Kit, Life Technologies). 2ug d’ARN marqués à la   3H-
Uridine ont été déposés sur gel d’agarose 1% Formaldéhyde pour migration 95 minutes à 120 
Volts dans du tampon MOPS1X, puis transférés sur membrane Hybond-N (Amersham) et  
pontées aux ultraviolets  (Ultraviolet cross-linker ; UVP). Ils sont analysés par imagerie du 
tritium en utilisant les plaques Fuji Tritium (ou après traitement au PerkinElmer En3Hance 
spray, ils sont exposés aux films Kodak Biomax à -80°C) et quantifiés en utilisant le logiciel 
Aida. Les variations sont calculées à partir de trois expériences indépendantes. 
Le marquage in situ des ARN a été effectué en utilisant de la 5 Fluoro- Uridine (5FUrd). Les 
cellules sont incubées en présence de 5FUrd 1mM pendant 30 minutes  avant fixation au 
paraformaldéhyde 4%, 15minutes à 4°C. L’incorporation de 5FUrd a été analysée par 
immunofluorescence avec un anticorps dirigé contre le BrdU (BU-33 Sigma). Toutes les 
étapes du marquage sont effectuées sur la glace en présence d’inhibiteurs de RNAse 
(Riboguard Epicentre) 0.4U/mL. Le marquage fluorescent est quantifié sur 100 à 200 cellules 
par lamelle en utilisant une macro développée dans l’équipe pour le logiciel ImageJ (NIH) et 
analysé en utilisant le logiciel R open source (http:/www.R-project.org). 
Extraction des ARN et reverse transcription : 
Les ARNs sont extraits à l’aide du Kit RNeasy (Qiagen) conformément aux instructions du 
fabricant, puis dosés au Nanodrop ND1000 (Labtech). Les ARN sont reverse transcrits en ADNc 
en utilisant la Reverse Transcriptase Im Prom-II (Promega) en partant de 1 μg d’ARN et 500ng 
d’amorces dégénérées (Random primers  Promega). Les ADNc obtenus sont quantifiés par 
qPCR. Les différentes amorces utilisées sont présentées dans le tableau 8. 
 
Quantification par qPCR : 
Les ADNc sont quantifiés par PCR en temps réel à l’aide du dispositif icycler (Biorad). Les 
quantifications sont réalisées en triplicat avec le mix IQ sybergreen (Biorad) selon les indications 




Tableau 8 : Séquences des amorces utilisées en RT-qPCR 
 
 
Cibles Amorces Séquences 
Cellules U2OS JMJD2A Forward CACATCCACCGGACTTCTTT 
    Reverse GTTCTCGGTGTTCAGCCAAT 
  JMJD2B Forward TCAGGGTTGTACCCGAAGAG 
    Reverse GCCCACCTTTGCAGAATAAA 
  JMJD2C Forward GCTTGCGAGAAGGTCATTTC 
    Reverse AGACAGTCTCGGCTCACGAT 
  rRNA Forward GCCCGGGAGAGCACGAC 
    Reverse GCGTGTCAGGCGTTCTCG 
  UBF Forward CCCCTTATTTCCGCTTCTTC 
    Reverse TTTCGCTCGAACTCCTGTTT 
  RPA194 Forward ACATTTGGATTCGCCTTCAG 
    Reverse TGTCTGGGCAGATGACTGAG 
Cellules NIH3T3 JARID1A Forward CGACCACAAAACATGCAAAC 
    Reverse CCTGGCAGTAGGAGCAAAAG 
  CDC25A Forward GGGAAGCATCAGGATTTGAA 
    Reverse CACCCTTGATGTGACCTCCT 
  MCM5 Forward ACTGGATCGAGGTGGAGATG 
    Reverse GGCATCTGACTTGAGCATGA 
  JARID1B Forward AGTGGCTTTCCTGTTCGAGA 
    Reverse AAGCACATGCCCACATACAA 
  CDC6 Forward CAGTGCTGCGATCCAGTTCT 
    Reverse CCTGACATCCGACTCCACAA 
  CCNE1 Forward CCTGCAGATGCTGTGCTCTA 





Immunoprécipitation de chromatine  
Les cellules U2OS à 70% de confluence (Equipe de Kostya Panov) ou les cellules NIH3T3 à 
50% de confluence sont fixées au formaldéhyde 1%, 10 minutes à température ambiante. 
L’action du formaldéhyde est ensuite arrêtée en ajoutant de la glycine 0.125M pendant 5 
minutes. La chromatine est ensuite soniquée (Sonicateur Bioruptor Diagenode) en fragments 
de 300 paires de base environ. L’immunoprécipitation est réalisée à partir de la chromatine de 
1.106 cellules. Les  différents anticorps utilisés et leurs quantités  sont présentés dans le 
tableau 9.  
Pour les cellules U2OS, les ADN immunoprécipités sont analysés par qPCR avec des  
amorces amplifiant 8 régions différentes des copies d’ADNr  (Promoteur, IGS4, 18S, 5.8S et 
28S, Terminateur, IGS1 et 5’ETS) (Tableau 10). Les amplifications par qPCR sont réalisés 
avec un dispositif Lightcycler 480 (Biorad) dans un volume réactionnel de 10uL par puits en 
triplicats sur des plaques 96 puits. 
Pour les cellules NIH3T3, les ADN immunoprécipités sont analysés avec les amorces indiquées 
(tableau 11). Les quantifications sont réalisées avec un dispositif iCycler (Biorad) dans un 
volume réactionnel de 25 uL par puits en triplicats sur des plaques 96 puits.  
 
Tableau 9 : Anticorps utilisés en ChIP 
 
Cibles Fournisseur Référence 
Quantité par 
IP 
Cellules U2OS hA135 (N-17) Santa-Cruz Sc-17913 5 µg 
  KDM4A/JMJD2A Bethyl A300-861A 5 µg 
  KDM4A/JMJD2A Sigma SAB3500095 5 µg 
  H3 Abcam Ab 1791 5 µg 
  H3K9me1 Diagenode pAb-065-050 4 µg 
  H3K9me2 Diagenode pAb-060-050 4 µg 
  H3K9me3 Diagenode MAb-146-050 4 µg 
  H3K36me3 Diagenode CS-058-100 20 µg 
  rabbit IgG Sigma I5006 5 µg 
  sheep IgG Sigma I5131 5 µg 
  mouse IgG Sigma I5381 5 µg 
Cellules NIH3T3 JARID1A Cell Signalling  D28B10 5ug 




Tableau 10: Amorces utilisées pour les quantifications des ADNr en ChIP (Cellules U2OS).   









Pr_F 42941-42956 GCCCCGGGGGAGGTAT 
Pr_R 42995-17 GAGGACAGCGTGTCAGCAATAA 
Pr_p 42958-42982 FAM-TCTTTCGCTCCGAGTCGGCATTTTG-BHQ2 
 
18S 
18S_F 4390-4404 CCCGCCCCTTGCCTC   
18S_R 4426-4443 CCGCGGGACACTCAGCTA 
18S_p 4406-4424 RED-CGGCGCCCCCTCGATGCTC-BHQ2 
 
5.8S 
5.8_F 6452-6470 TGTGAAACCTTCCGACCCC 
5.8_R 6509-6524 GGGGTTGCGTCAGGCC 
5.8_p 6475-6503 Cy5-CGGAGTCCGGTCCCGTTTGCTGTCTCGTC-BHQ2 
 
IGS2 
I2_F 35996-36012 CGGGCCTTGGCAGATTC 
I2_R 36107-36126 CGCGCGTAGAGGAGAGATTT 
I2_p 36067-36089 HEX-CCCCGAGTGACTGTGGCTCGCAC-BHQ2 









5E_F 1783-1799 CCGTGCCGAGTCGTGAC 
5E_F 1844-1859 CGCTTTCCCAGGGCCA 
5E_p 1803-1821 Cy5-TGCCGACGACCGCGTTTGC-BHQ2 
 
28S 
28S_F 11740-11763 GAGATTCCCACTGTCCCTACCTAC 
28S_R 11792-11808 CTGATTCCGCCAAGCCC 
28S_p 11765-11788 FAM-ATCCAGCGAAACCACAGCCAAGGG-BHQ2 
 
IGS1 
I1_F 20171-20187 GCGAGGCACAGCGCATC 
I1_R 20252-20271 GGCATCAGCTCCAACTCCAG 





Tableau 11 : Amorces utilisées pour les quantifications des régions promotrices gènes cibles 
de E2F en ChIP 
 
Gènes Cibles amorces séquences   
Cdc6  Forward AGACCTGGGGCTGTCCTATT 
  Reverse TCTCCCGCGACAAATTCTAC 
Cdc25a  Forward TAACGCTAAGGCCACTTTGG 
  Reverse TCCGACTAACTCGCCTCACT 
 
 
Immunoprécipitation séquentielle de chromatine (sChIP) : 
La première immunoprécipitation est réalisée à partir de la chromatine de 7.106 Cellules, en 
utilisant 200ug d’anticorps dirigés contre la sous-unité RPA135 de l’ARN Pol-I et 200µL de 
billes magnétiques couplées aux protéines A et G. La chromatine est éluée des billes en deux 
étapes. Dans un premier temps, les billes sont incubées overnight à 4°C dans 400µL de 
tampon d’élution (1% Triton X-100, 2mM EDTA, 150 mM NaCl, 20mM Tris-HCl pH 8.1) 
contenat 80µg de peptide RPA135 (N-17Santa Cruz). Ensuite les billes sont resuspendues 
dans 100µL de DTT 10mM dans du tampon d’élution et incubées 30minutes à 37°C. Les 
éluats des deux étapes sont mélangés et leur volume total est ajusté à 5mL en utilisant du 
tampon d’Immunopréciptation (1% X-100, 0.1% Sodium déoxycholate, 1mM EDTA, 125 
mM NaCl, 20 mM Tris-HCl, pH 7.5).  
La seconde immunoprécipitation est réalisée en utilisant 1mL de la chromatine précédemment 
purifiée, soit l’équivalent de (1,4 10
6 Cellules), les anticorps décrits tableau 9 ou les les IgG 
(contrôle) et 30 µL de billes magnétiques couplées aux protéines A/G (Life technologies). 
L’ADN immunoprécipité est ensuite analysé par qPCR avec des  amorces amplifiant 8 
régions différentes des copies d’ADNr  (Promoteur, IGS4, 18S, 5.8S et 28S, Terminateur, 
IGS1 et 5’ETS) (Voir tableau 10). Les amplifications par qPCR sont réalisés avec un dispostif 
Lightcycler 480 (Biorad) dans un volume réactionnel de 10uL par puits en triplicats sur des 
plaques 96 puits. Les résultats sont présentés sous la forme de pourcentage d’input et 
normalisés par rapport aux signaux obtenus avec les IgG Contrôle et par le signal H3 (lorsque 







Les cellules sont fixées avec du paraformaldéhyde 4% à 4°C  et perméabilisées ave du Triton 
X-100 (0.5% dans du PBS). Lorsque cela est indiqué, la perméabilisation est effectuées 5 
minutes au Triton X-100 1% avant la fixation (Extraction). Les cellules sont ensuite incubées 
à 4°C overnight avec les anticorps primaires indiqués  tableau 12. Les anticorps secondaires 
couplés aux fluorophores AlexaFluor488 ou AlexaFluor594 proviennent de Fischer Scientific. 
Les observations ont été faites avec un microscope à fluorescence (DM5000 ; Leica, Wetlar, 
Allemagne) équipé d’une caméra ccd. Les images sont acquises avec le logiciel Metamorph 
Imaging ystem (Universal Imaging Corps., West Chester PA). Pour les acquisitions en coupes 
de Z, les observations sont faites avec un microscope DM6000 Leica équipé de filtres 
semrock, d’un piezofocus PiFoc (Physis Instrumente), et d’une caméra CollSnapHQ2 (Roper 
scientific), controlés par le logiciel Metamorph (Universal imaging Corp). 5 coupes en Z sont 
réalisées avec un pas de 0.2 µm puis projetées sur un seul plan. 
Tableau 12 : Anticorps utilisés en immunofluorescence 
Cibles Fournisseurs Références Concentations en IF 
JMJD2A Bethyl A-300-861A 0,5 µg/mL 
JMJD2A Sigma HPA007610 0,5 ug/mL 
HA Cell signaling C29F4 1 µg/mL 
RPA194 Santa Cruz Sc-48385 1 µg/mL 
UBF Santa Cruz Sc-13125 1 µg/mL 
BrdU Sigma BU-33 2 µg/mL 
 
Western Blot  
Les cellules sont lysées dans du tampon NuPage (Invitrogen), dénaturées 5 minutes à 85°C, puis 
les protéines sont séparées par électrophorèse sur gel acrylamide 3-8% (Nupage Invitrogen) et 
transférées sur une membrane de PVDF. La membrane est saturée 30 min dans du PBS/0.5% 
Tween 20/10% lait écrémé (Régilait) puis incubée overnight à 4°C sous agitation avec 
l’anticorps primaire à la concentration voulue dans du PBS/0.5% Tween20/2% lait (tableau 13). 
Après  lavage au PBS/0,5% Tween20, la membrane est incubée 2h avec un anticorps anti-Lapin 
ou anti-Souris couplé HRP (Amersham) dans PBS/Tween20/ 2% lait. La révélation par 
chimioluminescence se fait à l’aide du Kit lumilight (Roche) sur film photographique 




Tableau 13 : Anticorps utilisés en Western Blot 
Cibles Fournisseurs Références Dilutions en Western Blot 
JARID1A Cell Signalling  D28B10 1/500 
JARID1B  Bethyl laboratories A300-813-A  1/5000 
CDC6 Santa Cruz SC 9964  1/500 




107 cellules sont resuspendues dans du tampon hypotonique (10mM Tris pH 7.4, 1mM MgCl2, 
10 mM KCl, 1mM DTT. Les cellules sont ensuite cassées en utilisant un Dounce B et un piston, 
puis les noyaux sont culottés en centrifugeant 10 minutes à 500g. Les noyaux sont ensuite lysés 
dans du tampon d’IP (10mM Tris pH 8, 0.4% NP40, 300mM NaCl, 10% Glycérol, 1mM DTT, 
inhibiteurs de protéases Roche, inhbiteurs de phosphatases Sigma). Les lysats sont dilués dans un 
volume de tampon de dilution (10mM Tris pH 8, 5mM CaCl2, 2U/mL DNAse RQ1 Promega) 
puis incubés overnight à 4°C avec un anticorps dirigé contre JMJD2A (A-300-861-A, Béthyl) à 
une concentration de 1µg/mL ou avec un anticorps anti HA (C29F4 Cell Signalling) utilisé 
comme contrôle. Les complexes protéiques sont culottés en utilisant un mix 1:1 de protéines A 
couplées à des billes d’agarose et de protéine G couplées à des billes de sépharose (Sigma). 
Après plusieurs lavages dans du tampon d’IP, les billes sont éluées dans du tampon de lyse 
NuPAGE sample lysis Buffer (Invitrogen) et analysées par western Blot. Toutes ces étapes sont 
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The interplay between methylation and demethylation of histone lysine residues is an 
essential component of gene expression regulation and there is considerable interest 
in elucidating the roles of proteins involved. We report that histone demethylase 
KDM4A/JMJD2A, which is involved in the regulation of cell proliferation and is over-
expressed in some cancers, interacts with RNA Polymerase I, associates with active 
rRNA genes and is required for serum-induced activation of rDNA transcription. 
KDM4A controls the initial stages of transition from “poised”, non-transcribed rDNA 
chromatin into its active form. We show that PI3K, a major signaling transducer 
central for cell proliferation and survival and deregulated in many cancers, controls 
cellular localization of KDM4A and consequently its association with rDNA through 
the PDK1/SGK1 downstream kinases. We propose that the interplay between 
PI3K/PDK1/SGK1 signalling cascade and KDM4A constitutes a novel mechanism by 
which cells adapt ribosome biogenesis level to the availability of growth factors and 
nutrients. 
 
Eukaryotic genomic DNA, in a complex with histone proteins, is organized into a densely 
packed DNA-protein complex called chromatin, which harbours different levels of structural 
complexity and hierarchy 1. Chromatin structure regulates DNA accessibility and therefore 
modulates the activity of enzymatic complexes requiring access to DNA. These complexes 
are involved in major cellular processes such as transcription, replication and DNA repair. 
Chromatin architecture is dynamic and regulated by DNA methylation 2, chromatin 
remodelers 3 and various histone modifications 4. These epigenetic modifications play crucial 
roles in determining cell fate and the cellular response to external and internal stimuli. 
The basic unit of chromatin is the nucleosome composed of 146 bp of DNA wrapped around 
an octamer of histones (2 copies of each histone H2A, H2B, H3 and H4). Post-translational 
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modifications of histones such as acetylation, phosphorylation or methylation are central in 
the regulation of chromatin structure. Histone modifications are reversible through the action 
of enzymes carrying antagonist activities. One of the key components of epigenetic 
regulation of transcription is the balance between methylation and demethylation of lysine 
residues in histones. Enzymes methylating specific lysines (lysine methyl transferases, 
KMTs) and enzymes removing methyl groups from specific lysines (histone demetylases, 
KDMs) are highly specific for given lysine residues. Many lysine residues in histones H3 and 
H4 can be mono- (me), di- (me2) or trimethylated (me3), including lysine 9 (K9), lysine 36 
(K36) and lysine 4 (K4) on H3.  H3K9 methylation is enriched in heterochromatin and is 
associated with the promoters of repressed genes in euchromatin. By contrast, methylation 
of H3K4 at the promoter, or H3K36 in the coding region mark active genes in euchromatin.  
rDNA encodes the pre-45S precursor of the 28S, 18S and 5S rRNA that are the main RNA 
components of ribosomes. Transcription of ribosomal RNA (rRNA) genes by RNA 
Polymerase I (Pol-I) is a key stage of ribosome biogenesis is directly linked to cell growth 
and proliferation and is regulated by a variety of signaling cascades including PI3K, mTOR 
and MAPK pathways 5-7. . Eukaryotic genomes contain a large number of rDNA repeats (in 
humans ~350 copies) described to exist in three distinct chromatin states: epigenetically 
silenced heterochromatin which is maintained throughout the life of a cell, and two different 
forms of transcriptionally competent euchromatin: non-transcribed, “closed” chromatin and 
actively transcribed “open” chromatin 8-10. The currently accepted model of rDNA 
transcription regulation in higher eukaryotes suggests that the number of epigenetically 
silenced rDNA genes is maintained during a normal cell cycle, but it can be modified during 
development, differentiation and disease 11-13. The euchromatic rDNA copies are those 
subjected to transcriptional regulation in response to routine variations in external conditions 
(e.g. nutrients, growth factors, stresses), to link rRNA synthesis to environmental conditions. 
The efficiency of rRNA synthesis at these “euchromatic” copies is regulated by a 
combination of two non exclusive mechanisms: through the alteration of the rate of 
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transcription and of Pol-I density and through epigenetic mechanisms that allow the passage 
from the closed to open chromatin states, such as post-translational modifications of 
histones and the re-positioning of nucleosomes 10, 14-16. However, how chromatin 
architecture is controlled by growth factors/nutrients is still poorly understood despite 
continued efforts.  
In this manuscript, we report the involvement of the histone demethylase KDM4A in the 
regulation of rDNA transcription. As a member of the KDM4 family, KDM4A (also called 
JMJD2A or JHDM3A) is specific for H3K9me2/3 and H3K36me2/3 17, 27. Previous studies 
showed that KDM4A influences cell cycle progression and cell proliferation either through 
transcriptional control of key regulators of the cell cycle or by regulating replication timing  18, 
19. Interestingly, it was recently shown that KDM4A also regulates protein translation in the 
cytosol {Van Rechem, 2015 #3866}. Here, we describe a novel role of KDM4A as a growth 
factor/nutrients-dependent regulator of rDNA transcription. Importantly, we discovered that 
the PI3K/PDK1/SGK1 signaling cascade, which is activated by growth factor/nutrients, is 
involved in the recruitment of KDM4A to the nucleolus. These results highlight the key role of 
KDM4A in the processes that regulate cell growth and proliferation. 
 
Results 
KDM4A is a nucleolar protein and associates with rDNA  
KDM4A subcellular localization was determined in growing U2OS cells by indirect 
immunofluorescence using an antibody directed against the c-terminal part of KDM4A (anti-
KDM4A-Ab1, Fig. 1A). As expected, KDM4A was found in the nucleus. Interestingly, inside 
the nucleus, the staining was not uniform and we observed that darker zones of DAPI, which 
correspond to nucleoli, exhibited a brighter staining. Moreover, KDM4A co-localized with the 
largest subunit of Pol-I (A194, Fig. 1A) and other nucleolar proteins (fibrillarin or UBF, a Pol-I 
transcription factor (Fig. S1A). Importantly, a similar pattern was also observed using a 
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second antibody directed against the N-terminal part of KDM4A (anti KDMA-Ab2, Fig. S1B), 
indicating that the signal is indeed specific to KDM4A and not due to any cross-reaction with 
another protein. Note that this nucleolar localization was observed both by classical 
immunofluorescence (Fig. S1B) or following extraction of soluble proteins by triton treatment 
prior to fixation (Fig. 1A and Fig. S1A), indicating that KDM4A is tightly bound inside the 
nucleolus.  
Similar results were observed in other cells, such as transformed cell lines (HeLa, GC92) or 
primary fibroblasts (WI38) (Fig. S2A). Noticeably, by contrast to KDM4A, the histone 
demethylase LSD1 was excluded from the nucleolus of U2OS cells (Fig. S2B), indicating 
that nucleoli accumulation is not a general feature of KDMs. 
Nucleoli are the sites of rDNA transcription driven by RNA Polymerase I.  rDNA genes, 
which encode the pre-45S rRNA precursor are present in multiple copies in the human 
genome (>300 copies)  and localize inside the nucleoli during interphase. Considering that 
KDM4A is a chromatin modifier, we next tested its association with rDNA. We performed 
ChIP experiments using chromatin from growing U2OS cells and analysed KDM4A 
occupancy at various regions from the rDNA repeats by qPCR (Fig. 1B, C). We observed a 
strong enrichment of rDNA promoter regions in ChIPs performed using two different KDM4A-
specific antibodies, and a low enrichment of other rDNA regions (transcribed, terminator and 
intergenic regions, (Fig. 1C, see Fig. S3 for raw data of all ChIP experiments), indicating 
that KDM4A is specifically associated with the rDNA promoter in growing U2OS cells. This 
specific association led us to test whether KDM4A can interact with the Pol-I transcription 
machinery. We immunoprecipitated endogenous KDM4A from U2OS nuclear extracts and 
analysed immunoprecipitated complex by Western blotting using antibodies specific to the 
large subunit of Pol-I (A194), Pol-I specific transcription factor  (UBF) and two subunits of 
Pol-I promoter recognition factor SL1 (TAFI110 and TAFI63). We found that Pol-I, but not 
UBF or SL1, co-precipitated with KDM4A, demonstrating that endogenous KDM4A and Pol-I 
are present within the same multimolecular complex (Fig. 1D).  
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Altogether, these results show that KDM4A is a nucleolar protein that interacts with Pol-I and 
associates with the rDNA promoter, suggesting that it may play a role in regulating rDNA 
transcription. 
 
KDM4A is required for efficient serum driven activation of rRNA synthesis 
rDNA transcription is tightly regulated by the supply in growth factors and nutrients which 
impact on the energy status of the cell and regulate intracellular metabolites levels 20. Serum 
contains both growth factors and nutrients and, as a consequence, rRNA production is 
repressed upon serum deprivation and re-activated upon serum addition. This serum-
dependent regulation of rDNA transcription is associated with chromatin remodelling and 
changes in histone modifications (for latest review see: 21). 
We thus tested the effect of KDM4A depletion on de-novo rRNA synthesis in starved-refed 
cells. Serum starved cells were transfected with a siRNA directed against KDM4A or a non-
targeting siRNA as a control prior to stimulation by serum (see Fig. S4 for siRNA efficiency) 
and rRNA expression was analysed by 3H-Uridine labelling at different times following serum 
addition (Fig. 2A). As expected, the expression of 45S pre-RNA transcripts was activated 
following serum stimulation in control cells. However, this activation was significantly 
reduced in KDM4A depleted cells (Fig. 2B, C), demonstrating that KDM4A is important for 
serum-induced activation of the 45S pre-rRNA production.  A similar result was also 
observed when rRNA expression was assessed in individual cells by metabolic labelling with 
5-Fluorouridine (5-FUrd) (Fig. 2D-F). Notably, three different siRNA were used in these 
experiments, ruling out any off-target effects of siRNAs. Importantly, we found that KDM4A 
depletion did not affect the expression of UBF and Pol-I (Fig. S4B) suggesting a direct role 
of KDM4A in the regulation of rRNA synthesis. 
All together, these results demonstrate that KDM4A is important for Pol-I driven transcription 
of rDNA in response to serum. 
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KDM4A stability, nucleolar localization and association with rDNA is regulated by 
nutrients/growth factors 
We next analysed KDM4A behaviour in starved and starved-refed cells. U2OS cells were 
serum starved and refed with serum as in Fig. 2 and RNA isolated from starved and refed 
cells were analysed by RT-qPCR (Fig. S5A). As expected, the levels of the 45S-preRNA 
increased following serum addition. However, no significant changes were observed in the 
mRNA levels of KDM4A, KDM4B or KDM4C histone demethylases. At the protein level, we 
observed a reproducible increase in KDM4A protein levels (by approximately two fold) upon 
serum addition, which was due to increased stability of KDM4A (Fig. S5B and C).  
We also analysed KDM4A cellular localization in starved and starved-refed cells at two 
different time points after serum addition.  We found that in starved cells, KDM4A largely lost 
its nucleolar localisation, which was rapidly restored following serum addition (Fig. 3A), 
indicating that KDM4A is relocalized to the nucleoli in response to serum. We next tested if 
KDM4A-rDNA association is also regulated by serum using ChIP approach. We found that in 
starved cells association of KDM4A with the rDNA promoter was nearly abolished (Fig. 3B). 
However, it was restored as soon as 30 min after serum addition at a level that remained 
constant for 1 hour. Importantly, such a serum-induced recruitment of KDM4A is specific to 
rDNA, since on a Pol-II-regulated target of KDM4A, the CDC6 promoter, binding of KDM4A 
was unchanged upon serum stimulation (Fig. 3C). Importantly, KDM4A association with 
DNA is limited to the specific loci and not detected at non-KDM4A dependent genes (Fig. 
3C).  Thus, the increase of KDM4A occupancy at the rDNA is not a mere consequence of 
the global increase in KDM4A level but reflects the functional importance of the serum-
dependent regulation of KDM4A nucleolar localisation. 
Interestingly, and by contrast to what we observed in growing cells (Fig. 1C), KDM4A was 
transiently recruited to the transcribed region of rDNA following serum stimulation, 
suggesting that KDM4A can have targets outside the promoter. These results are consistent 
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with our finding of a physical interaction between Pol-I and KDM4A (see Fig. 1D), since Pol-I 
is present upon serum addition on both the rDNA promoter and the coding region 24 (Fig. 
S6A).  
Taken together, these data indicate that the nucleolar localisation of KDM4A and its 
association with rDNA are controlled by growth factor/nutrients-dependent mechanisms.  
 
PI3K pathway controls nucleolar recruitment of KDM4A  
PI3K, MAPK and mTOR pathways are three main pathways involved in the regulation of 
rDNA transcription in response to environmental cues 5-7. We thus intended to characterize 
the role of these pathways in the control of KDM4A nucleolar localisation. We treated cells 
with specific inhibitors of these kinases prior to serum stimulation and examined cellular 
localization of KDM4A and level of nascent rRNA synthesis (by 5-FUrd incorporation). The 
efficiency of inhibitors for their capacity to block phosphorylation of specific downstream 
targets was controlled by Western-blot (Fig. S7). As expected we found that all inhibitors 
affected 5-FUrd incorporation and therefore rRNA synthesis at various levels (Fig. 4A, B, 
column 2 and C). However, only the PI3K inhibitors (LY29002 and PI-103), but not 
MEK/MAPKK (PD98059) or mTOR (Rapamycin) inhibitors, prevented the accumulation of 
KDM4A in the nucleolus upon serum addition (Fig. 4A, B, column 1, see Fig. S8 for the 
effects of these inhibitors in serum deprived cells). Importantly, overexpression of wild type 
PTEN, a PI3P phosphatase and as such a specific inhibitor of the PI3K pathway, but not of 
an enzymatically defective PTEN, also blocked KDM4A relocalization to the nucleolus (Fig. 
4D), further demonstrating the involvement of the PI3K pathway in this subnuclear 
distribution of KDM4A. 
The inhibition of MAPK or mTOR pathways affects 5-FUrd incorporation and therefore rDNA 
transcription to a lesser extent than the inhibition of PI3K pathway (Fig. 4A, column 2 and 
C). Thus, the loss of KDM4A localisation followed by PI3K inhibition could be an indirect 
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effect of severe repression of Pol-I transcription. To rule out this hypothesis, we combined 
the inhibition of the MAPK and mTOR pathways, which are known to cooperate in the serum 
induced activation of rDNA transcription 25. Such a treatment led to a blockage of rRNA 
production nearly as efficient as inhibition of PI3K pathway (Fig. 4A, column 2 and C). 
Nevertheless, it still had no effect on KDM4A localisation (Fig. 4A, column 1). Thus, PI3K is 
the master regulator of KDM4A recruitment to the nucleoli.  
Strikingly, this effect is independent on the classical PI3K-Akt pathway, since inhibition of 
Akt, a kinase activated by PI3K phospholipids products did not impede KDM4A relocalization 
to the nucleoli in response to serum (Fig. 4B, column 1), despite having a major inhibitory 
effect on rDNA transcription  (Fig. 4B, column 2). We thus investigated the pathway 
downstream of PI3K, which could be important for KDM4A relocalization. Chemical inhibition 
of the PDK1, a major PI3K target {Vanhaesebroeck, 2000 #3864}, as well as its downstream 
kinase SGK1 {Lang, 2010 #3865} efficiently blocked KDM4A accumulation in the nucleolus 
(Fig. 5A, B, columns 1, see Fig. S7 for western blots monitoring the efficiency of these 
inhibitors). To confirm the involvement of SGK1 kinase, we inhibited its expression using two 
independent siRNAs (see Fig. S7 for their validation), and we found that these two siRNAs 
efficiently blocked KDM4A nucleolar accumulation (Fig. 5C, column 1). Importantly, these 
inhibitors and siRNAs also blocked rDNA transcription as shown by their effect on 5FUrd 
incorporation (Fig. S8). We have summarised effect of inhibition/depletion of all investigated 
kinases on serum driven activation of rRNA synthesis and re-localisation of KDM4A in Table 
1. 
In summary, our results indicate that KDM4A accumulation in the nucleolus in response to 
serum stimulation is regulated by the PI3K/PDK1/SGK1 signaling cascade, which therefore 
controls the efficiency of activation of rRNA synthesis.  
KDM4A favours rDNA transcription by demethylating H3K9 
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We next investigated the mechanism by which KDM4A participates in rRNA synthesis upon 
serum-stimulation. We first tested whether KDM4A enzymatic activity is required for the 
regulation of Pol-I transcription by investigating the ability of wild type KDM4A or a KDM4A 
mutant (KDM4AH188A) defective for histone demethylase activity18 to restore rDNA 
transcription in cells depleted from endogenous KDM4A. We transfected U2OS cells with 
siRNA targeting the 5' untranslated region of KDM4A (so that it did not silence the 
expression of recombinant KDM4A which does not contain the 5'UTR), and we found, as 
expected, that this siRNA affect efficiency of activation of rDNA transcription (Fig. 6A, 
column 2 and B). Strikingly, overexpression of wild type KDM4A prior to starvation and 
refeeding, but not of the enzymatic-defective KDM4A, efficiently restored rDNA transcription 
(Fig. 6A and B, see Fig. S9A for KDM4A expression). Moreover, in the absence of siRNA 
depletion of KDM4A, we observed that cells expressing inactive KDM4A exhibited 
decreased levels of rDNA transcription compare to wild type showing its dominant-negative 
effect (Fig. S9B, C).  
 These results indicate that KDM4A demethylase activity is required for efficient activation of 
rRNA synthesis and that the inactive KDM4A functions as a dominant negative mutant, 
suggesting the importance of changes in the methylation status of KDM4A substrates at 
rDNA genes. 
The human genome contains more than 300 copies of rDNA repeats and the chromatin 
structure of these repeats is not uniform, rDNA genes being either hetero- or eurochromatic 
21, 26. Our ChIP data showed that KDM4A is associated with rDNA and this association is 
regulated by serum (Fig. 1C and Fig. 3B). However, these experiments do not allow to 
distinguish heterochromatic and euchromatic rDNA. Thus, we next investigate whether 
KDM4A associated with a particular subpopulation of rDNA genes.  To this goal, we first 
isolated rDNA associated with Pol-I, corresponding to euchromatic rDNA, by 
immunoprecipitating chromatin with antibodies specific to the core Pol-I subunit (second 
largest subunit A135). Indeed, according to previous results 24 and our data (Fig. S6A), a 
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significant fraction of Pol-I remains associated with rDNA promoter and transcribed regions 
in serum-starved cells which allows isolation of euchromatic rDNA.  The Pol-I associated 
chromatin was next subjected to a second round of immunoprecipitation using antibodies 
specific to KDM4A as well as non-modified or modified histones.  Using this sequential ChIP 
(sChIP) approach we detected a significant signal of rDNA promoter regions following 
KDM4A sChIP, confirming that KDM4A associates with the euchromatic pool of rDNA 
repeats (Fig. 6C).   
This result stands in contrast to a previous report, which showed that Pol-I is mainly 
associated with the transcriptionally active pool of rDNA, and that its association is lost in 
starved cells 10. In our hands, association of Pol-I with rDNA in various cell lines (U2OS, 
HeLa and MCF7) is only lost if the cells are under severe stress (i.e. at least 48 hours of 
serum deprivation) which is accompanied by changes in nucleolar morphology and by a 
significant decrease in cells viability (KP, unpublished data). Therefore, the most likely 
explanation for this discrepancy is the different sensitivity of various cells to metabolic 
stresses and/or differences in starvation regime.  
We next investigated the dynamic of H3K9 methylation marks at the Pol-I-bound rDNA using 
sChIP approach in normal and KDM4A depleted cells. Since histone H3 occupancy at the 
rDNA gene changed during activation (Fig. S6B, C), signals obtained for methylated H3K9 
marks were normalized to H3 signal.  No specific signal could be observed for H3K9me2 at 
rDNA loci (Fig. S3). However, we found that the level of H3K9me3 occupancy at the 
transcriptionally competent rDNA decreased upon serum refeeding whereas H3K9me1 
occupancy increased (Fig. 6D, E), correlating spatially and temporally with the association of 
KDM4A with rDNA (Fig. 6C). Importantly, siRNA mediated depletion of KDM4A prevented 
these changes (Fig. 6 F, G).  We were unable to detect any enrichment in H3K36me3 
(another known substrate of KDM4A) at euchromatic rDNA (Fig. S3).  
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Taken together, these results suggest that KDM4A specifically demethylates trimethylated 
H3K9 at the promoter and the transcribed regions of active rDNA repeats upon refeeding of 
starved cells and this demethylation plays an important role in the serum mediated activation 
of rDNA transcription. 
 
KDM4A is dispensable for maintaining the steady-state levels of rDNA transcription 
Because KDM4A is recruited to the rDNA promoter in growing cells (Fig. 1C), we analyzed 
its involvement in Pol-I transcription in asynchronously growing cells. Neither siRNA-
mediated knockdown of KDMA4 (Fig. 7A, B) nor overexpression of a demethylase defective 
mutant (Fig. 7D, E) (working as a dominant negative mutant in starved-refed conditions, see 
above) had major effects on the level of rDNA transcription in growing U2OS cells (Fig. 7B 
and E) or on U2OS cells proliferation (Fig. 7C).  Thus, although KDM4A is still associated 
with rDNA promoter in growing cells suggesting a potential role for this enzyme, it does not 
seem to be important for efficient rDNA transcription. We cannot rule out the possibility that 
combination of low requirements for KDM4A in growing cell and less than 100% efficiency of 
siRNA mediated depletion and endogenous KDM4A inhibition led to the apparent lack of the 
effects of KDM4A siRNA and dominant negative mutant overexpression in growing cells. 
Nevertheless, these findings suggest that KDM4A is largely dispensable for the maintenance 
of rDNA repeats transcription but specifically required for their activation in response to 
serum by allowing the transition from poised to actively transcribed states.  
 
Discussion 
KDM4A is important for sustained activation of rDNA transcription 
Here, we present evidence that KDM4A is important for serum-induced activation of rDNA 
transcription, since (i) depletion of KDM4A by specific siRNAs leads to the decrease of 
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serum-stimulated rRNA synthesis observed both at the cell population levels and in 
individual cells (Fig. 2); (ii) this effect is complemented by the expression of siRNA-
insensitive recombinant KDM4A (Fig. 6); and (iii) KDM4A is recruited to the rDNA during 
transcriptional activation (Fig. 3 and 6). Notably, KDM4A is not essential for rDNA 
transcription: quantitative experiments relying on metabolic labelling indicate that KDM4A 
depletion resulted in a two to three fold decrease in serum-induced rDNA transcription (Fig. 
2). Moreover, serum starved cells readily transcribe rDNA despite we did not find any 
evidence for KDM4A presence at the rDNA promoter (Fig. 3B). Furthermore, depletion of 
KDM4A from normally growing cells has no major effect of rDNA transcription level (Fig. 7). 
Thus, these data imply that KDM4A is required for efficient activation of rDNA transcription 
when cells have to recover a full level of rRNA production after experiencing unfavourable 
growth conditions (starvation in our case). However, this role is still very important, since 
even 50 % reduction in rDNA transcription would have a significant impact on the capacity of 
cells to grow and divide (we have preliminary evidence from several approaches to suggest 
that ~50% decrease in Pol-I transcription can slow cell proliferation up to 6 – 7 fold). 
Furthermore, it has been demonstrated that maintenance of elevated levels of Pol-I activity 
in cancer cells appears critically important for the process of malignant transformation and 
cancer cell survival, as e.g. a ~35% reduction in Pol-I transcription in Em-Myc lymphoma 
cells resulted in induction of apoptosis as a consequence of immediate nucleolar stress, 
even before ribosome insufficiency takes effect on biosynthetic capacity {Bywater, 2012 
#3534}. 
 
KDM4A is specifically involved in the initial steps of rDNA activation  
Our data also bring important insights into the precise step of rDNA transcription which 
requires KDM4A. Recent studies have revealed that in mammals, rDNA chromatin exists in 
three different epigenetic states 8-10, 15.  
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- Firstly, silent, heterochromatic rDNA repeats which are characterised by high level of DNA 
methylation and repressive histone marks (40-60% of all repeats in cancer cells).  
- Secondly, poised, transcriptionally competent, euchromatic rDNA which is largely 
unmethylated and marked by hypoacetylated H3 and H4. The euchromatic poised rDNA 
genes harbour the bivalent marks H3K4me3 and H3K27me3, as well as tri-methylated H3K9 
(10,15  and this work). The so-called bivalent promoters are characteristic of genes that have 
to be quickly responsive to environmental cues, and have been first described for key 
development genes transcribed by Pol-II 28. Interestingly, Pol-I is present at poised rDNA 
repeats prior stimulation upon environmental changes ({Ray, 2013 #3656} and our data)  
- Thirdly, active, transcribed euchromatic rDNA which is also unmethylated and 
characterised by higher levels of H3 and H4 acetylation combined with euchromatic histone 
marks.  
The ratio between heterochromatic and euchromatic repeats does not change during the cell 
cycle or in response to environmental stimuli 13, 29, but can be altered during development or 
malignant transformation 21. In contrast, the ratio between poised and transcribed rDNA 
repeats is regulated through epigenetic based mechanisms allowing the adaptation of rDNA 
transcription during the cell cycle or in response to metabolic and environmental conditions 
(serum starvation/refeeding in this study). Therefore, unfavourable growth conditions would 
lead to accumulation of poised rDNA repeats which are converted to their active form when 
conditions become more favourable. The molecular mechanisms that drive this conversion 
are not completely defined and one of the major advances of this work is the identification of 
KDM4A as an enzyme which is involved in the initial stages of chromatin “activation”. 
This transition indeed requires conversion of H3K9me3 to H3K9Ac. Here we propose that 
initial stage of this conversion is controlled by KDM4A which is recruited to rDNA shortly 
after refeeding (Fig. 3B and Fig. 6C). KDM4A targets H3K9me3 (a known substrate of this 
enzyme) at the rDNA promoter, allowing its demethylation and activation of rDNA 
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transcription. The amount of H3K9me1 is inversely correlated to H3K9me3 upon KDM4A 
inhibition, indicating that KDM4A specifically target H3K9me3, converting it to H3K9me1. 
However, further conversion to unmethylated H3K9, allowing its acetylation, must take place. 
Strikingly, it has been shown that the histone demethylase PHF8/JHDM1F associates with 
transcribed rDNA and positively regulates transcription by targeting H3K9me2/1 34, 35. We 
propose that KDM4A, at the initial stage of activation, removes H3K9me3 mark converting it 
to mono- or di-methylated K9, which can serve as substrates for PHF8, then allowing its 
acetylation and maximal activation of rDNA genes. In agreement with such a dynamic action 
of KDM4A and PHF8, both KDM4A and PHF8 bind to H3K4me3, the histone mark specific 
for active rDNA promoters 34, 36, which may explain stable association of both enzymes with 
the promoter and only transient association of KMD4A with transcribed region of rDNA upon 
refeeding (Fig. 3B).   
Our data thus suggest that KDM4A is important for the first round of transcription. However, 
it is probably dispensable for the subsequent rounds. Indeed, we observed only transient 
association of KDM4A with transcribed region of rDNA upon refeeding (Fig. 3B). Moreover, 
we found that KDM4A depletion has no major effect on rRNA synthesis in actively growing 
cells (Fig. 7). Therefore, at euchromatic rDNA, we observe a dynamic picture of ever-
changing histone modifications which play an essential role in the flexibility of transcriptional 
regulation and the full complexity of which is still not entirely understood. 
 
KDM4A is regulated by a PI3K-dependent signaling pathway 
Another exiting finding of this study is the discovery of a link between the control of the 
subcellular localisation of an enzyme involved in epigenetic control of transcription (KDM4A) 
and the activity of a signaling cascade regulated by the availability of nutrients and growth 
factors (PI3K).    
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Three major pathways (PI3K, mTOR and MAPK) are activated in response to 
nutrients/growth factors and known to regulate rDNA transcription 7, 38, 39.  PI3K is a 
prominent signaling cascade involved in control of cell growth, proliferation and survival and 
that is often up-regulated in various cancers 40. PI3K is known to regulate Pol-I transcription 
alone or in conjunction with mTOR and MAPK pathways 7, 25.  Many signalling cascades 
including PI3K pathway, have been shown to target chromatin-modifying enzymes including 
histone demethylases (for reviews see: 41, 42). Class II histone-deacetylases are well 
described examples of chromatin modifiers regulated through changes in their subcellular 
localization, shuttling from the cytoplasm to nucleus in response to environmental cues to 
regulate genes expression 43. The question of how KMTs/KDMs are linked to signalling 
pathways is challenging and only few examples have been documented. KMTs/KDMs are 
targeted by signalling molecules inside the nucleus leading in changes in partner 
association, targeting to chromatin and/or substrate specificity 44, 45. Here, we discovered 
that PI3K pathway (but not mTOR or MAPK pathways), through downstream kinases PDK1 
and SGK1, controls KDM4A cellular localization and therefore its recruitment to rDNA. 
Inhibition of PI3K, PDK1 or SGK1 blocks KDM4A re-localization to nucleoli of re-fed cells 
affects the efficiency of activation of Pol-I transcription (Fig. 4 and 5). It represents to our 
knowledge the first example of the regulation of the intranuclear partition of a KDM between 
the nucleoplasm and the nucleolus, which is required to adapt rDNA transcription, and 
consequently ribosome biogenesis, to the availability of growth factors/nutrients. The PI3K 
signalling pathway is known to regulate rDNA transcription by targeting various components 
of Pol-I transcription machinery. It was described that upon serum/nutrients addition, it 
regulates both TIF-1A/RRN3 stability and nucleolar localization through Akt- mediated 
modulation of CK2 activity {Nguyen le, 2013 #3853}. PI3K was also described to directly 
regulate UBF through its protein kinase activity {Drakas, 2004 #3852} and regulate SL1 
occupancy at the promoter {James, 2003 #1962}. PTEN, a negative regulator of the PI3K 
pathway was described to inhibit Pol-I transcription by disturbing the SL1 complex on rDNA, 
although the mechanism remains unclear {Zhang, 2005 #3867}. Our data add another 
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mechanism for the regulation of rDNA transcription by PI3K that takes place at the chromatin 
level through the regulation of KDM4A by PI3K/PDK1/SGK1 signalling cascade. Hence, the 
distinct routes converge controlling the activation of rDNA transcription (see model of the 
regulation of rDNA by PI3K in Fig 8)  
What is the mechanism by which the PI3K/PDK1/SGK1 cascade favours nucleolar 
accumulation of KDM4A? Interestingly, we found that serum treatment led to increased 
stability of KDM4A and consequently its accumulation (Fig. S5). However, this is unlikely to 
be linked to KDM4A re-localization, since PI3K inhibition did not prevent the serum-induced 
increase in KDM4A level (Fig. S5) but blocks its nucleolar shuffling (Fig. 4). Thus, the 
PI3K/PDK1/SGK1 cascade regulates the affinity of KDM4A for the nucleolus, most probably 
by phosphorylating KDM4A (or its associated partner), thus facilitating its nucleolar 
translocation (see our model in Fig. 8). Clearly, further studies are required to determine 
how exactly PI3K/PDK1/SGK1 axis regulates KDM4A localization.  
In conclusion, here we present evidence for a novel role of PI3K signaling in the regulation of 
epigenetic changes at the specific gene. PI3K acts through SGK1 by regulating the 
subcellular localization of histone demethylase KDM4A in response to serum. KDM4A 
moves inside the nucleolus to target trimethylated H3K9, leading to the activation of rDNA 
transcription. Interestingly, strong links have been uncovered between upregulation of Pol-I 
transcription or PI3K activity and cancer 40 and now we have established that KDM4A is 
targeted by PI3K pathway and controls activation of Pol-I transcription. Our results thus 
extend a general role of KDM4A in the regulation of protein synthesis and imply that KDM4A 
may be a very promising target in anticancer therapy. 
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 Figure Legends 
Figure 1. KDM4A resides in nucleolus , associates with rDNA repeats and interacts 
with Pol-I. 
A. Actively growing U2OS cells (confluency 60-70%) were fixed following extraction with 1% 
Triton X100 and analyzed by indirect immunofluorescence using antibodies specific to 
human KDM4A (panel 1) and human Pol-I largest subunit A194 (panel 2); nuclear DNA was 
stained by DAPI (panel 3).  Images were acquired with a Leica fluorescent microscope 
(DM5000- 20X objective). Representative nuclei are shown with associated merged images 
(panel 4). Bar = 5 μM.  
B. A diagram of the human rDNA repeat is shown indicating the positions of eight sets of 
specific PCR primer/probes used for qPCR analysis of immunoprecipitated DNA. 5`ETS – 
5`-external transcribed spacer; IGS – intergenic spacer; Prom – the rRNA promoter, term – 
the terminator. Signal representing the transcribed region (TrR) is the average of the 
combined signal from 5’ETS, 18S, 5.8S and 28S rRNA. Signal representing the non 
transcribed region (nTrR) is the average of the combined signal from IGS1 and IGS2. 
C. ChIP assays were performed using antibodies specific to human KDM4A from two 
different sources and analyzed by qPCR using eight sets of specific probes and primers 
derived from different regions of rDNA repeats (see the diagram above). The value of each 
bar represents the difference between the signals from the specific antibody and from the 
negative control (an appropriate IgG) expressed as % from total chromatin input . Signal 
representing the transcribed region (TrR) is the average of the combined signal from 5’ETS, 
18S, 5.8S and 28S rRNA. Signal representing the non transcribed region (nTrR) is the 
average of the combined signal from IGS1 and IGS2. Standard deviations from three 
independent experiments are shown. 
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D. KDM4A was immunoprecipitated from nuclear extract of U2OS cells using KMD4 specific 
antibodies (Bethyl). Immunoprecipitated complexes were analysed by Western blotting using 
either antibodies specific to human Pol-I largest subunit A194 and UBF (lane 4), or to SL1 
subunits TAF1110 and TAF163 (lane 7). Input - lanes 1, 2 and 6, negative control (anti-HA 
antibodies) – lanes 3 and 8. Purified SL1 – lane 5 
 
Figure 2. KDM4A is required for efficient serum-driven activation of rRNA synthesis.  
A. Schematic representation of the labelling of cells with 3H-uridine to determine the effect of 
KDM4A depletion on activation of rRNA synthesis. U2OS cells were transfected either with 
non-targeting (siScr) or KDM4A specific siRNA3 (siKDM4A3). 24 h post-transfection cells 
were starved. Transcription was activated by addition of serum and 3H-uridine at time point 
0.  
B. RNA was extracted 15, 30, 60 and 90 min after serum addition and de novo rRNA 
transcripts were detected by tritium imaging of RNA blots (top panel) using X-ray film. Total 
18S and 28S rRNAs were detected by ethidium bromide staining (bottom panel).  
C. To determine the relative efficiencies of rRNA synthesis, RNA blots (similar to Fig. 2B 
experiment) were imaged using tritium image plate (Fuji) and quantitated with aid of 
phosphoimager (Fuji) and Aida software (Raytec). Ttranscript levels are indicated for 
47S/45S pre-rRNA. The data are expressed as a percentage of the highest value (set at 100 
%); standard deviations for three independent experiments are shown.   
D. Schematic representation of the labelling of cells with 5-FUrd to determine the effect of 
KDM4A depletion on activation of rRNA synthesis in individual cells. U2OS cells were 
serum-starved for 16 hours, electroporated with either a non targeting siRNA (siScr) or two 
siRNAs directed against KDM4A (siA1 and siA2) and kept in serum free medium for further 
24 hours before serum refeeding in the presence of 5-FUrd for 30 min.  
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E. Cells were stained for 5-FUrd incorporation using anti-BrdU antibodies. Nuclear DNA was 
stained with DAPI. Representative immunofluorescence images are shown. Bar=5 mM. 
F. Box-plot of the quantification of 5-FUrd staining per cell obtained using image J from the 
experiment shown in E; p-value (wilcoxon test)=*4.84x10-11, **6.12x10-12. Note the presence 
of many outliers in samples transfected by KDM4A siRNA, which most likely correspond to 
untransfected cells. 
 
Figure 3. Refeeding of starved cells led to KDM4A re-localization and re-association 
with rDNA . 
A. U2OS cells were serum starved for 24 hours (t=0) and refed with serum. Cells were fixed 
at 30 and 60 min following serum addition, and analyzed by indirect immunofluorescence 
using antibodies specific to human KDM4A (panel 1) and human Pol-I largest subunit A194 
(panel 2); nuclear DNA was stained by DAPI (panel 3). Merged images are shown (panel 4). 
Bar = 5 μM. 
B. ChIP assays were performed using antibodies specific to human KDM4A and chromatin 
isolated from starved and starved-refed cells (30 and 60 min after serum addition) and 
analyzed as in Fig.1C to determine KDM4A binding to rDNA promoter (Pr), transcribed 
region (TrR) or non transcribed region (nTrT). The value of each bar represents the 
difference between the signals from the specific antibody and from the negative control (an 
appropriate IgG) expressed as % from total chromatin input (see Fig. S3B for raw data). 
Standard deviations from three independent experiments are shown. 
C.ChIP assays were performed using antibodies specific to human KDM4A as in B and 
chromatin immunoprecipitated from starved and starved-refed cells (60 min after serum 
addition) were analyzed by qPCR for the presence either CDC6 or P0 and GAPDH 
promoters representing a positive and negative controls of the anti-KDM4A ChIP, 
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respectively.  The value of each bar represents the difference between the signals from the 
specific antibody and from the negative control (an appropriate IgG) expressed as % from 
total chromatin input (see Fig. S3C for raw data). Standard deviations from three 
independent experiments are shown. 
Figure 4.  PI3K pathway controls nucleolar localization of KDM4A.  
A. U2OS cells were serum starved for 24 hours. Starved cells were incubated for 30 min 
with MAPK inhibitor PD98059 (PD), mTOR inhibitor rapamycin (RP), or PI3K inhibitor 
LY294002 (LY) or a mixture of mTOR and MAPK inhibitors (PD+RP) or DMSO as a control 
(Untr) and refed with serum in the presence of 5-FUrd and the respective inhibitors. 30 min 
after serum addition cells were fixed and analyzed by indirect immunofluorescence using 
antibodies specific to human KDM4A (panels 1) and 5-FUrd (panels 2); nuclear DNA was 
stained by DAPI (panels 3). Bar = 5 μM.  
B.  U2OS cells were serum starved for 24 hours. Starved cells were incubated for 30 min 
with  PI3K inhibitor PI-103, AKT inhibitor AKTVIII (AKT-i), or DMSO (Untr) and refed with 
serum in the presence of 5-FUrd and the respective inhibitors.  30 min after serum addition 
cells were fixed and analyzed by indirect immunofluorescence using antibodies specific to 
human KDM4A (panels 1) and 5-FUrd (panels 2); nuclear DNA was stained by DAPI (panels 
3). 
C. Quantification of 5-FUrd staining from Fig. 4A experiment (left) or Fig 5B experiment 
(right) done as in Fig. 2F. The effect of inhibitors or combination of inhibitors are all 
significant (p value < 10-4, Wilcoxon test), except treatment with PD alone. Note that no 
incorporation could be measured upon AKT inhibition. 
D.U2OS cells were transfected with an expression vector encoding cmyc-tagged PTEN 
either wild-type (PTEN-WT) or mutated for its lipid phosphatase activity (PTEN-m). 24 hours 
following transfection, cells were serum starved for 24 hours and refed with serum containing 
5FUrd (+serum, panels 4, 5, 6) or left starved and treated with 5FUrd for 30 min (no serum, 
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panels 1, 2, 3). Cells were fixed and analyzed by indirect immunofluorescence using 
antibodies specific to c-myc Tag to detect overexpressed PTEN (panels 1 and 4); KDM4A 
(panels 2 and 5); nuclear DNA was stained by DAPI (panels 3 and 6). 
 
Figure 5.  PI3K/PDK1/SGK1 signalling cascade controls nucleolar localization of 
KDM4A.  
A. U2OS cells were serum starved for 24 hours. Starved cells were incubated for 30 min 
with PDK1 inhibitor GSK2334470 (PDK1i), or PI3K inhibitor LY294002 (LY) or DMSO as a 
control (Untr) and refed with serum in the presence of 5-FUrd and the respective inhibitors 
(+serum) or left starved (no serum). 30 min after serum addition cells were fixed and 
analyzed by indirect immunofluorescence using antibodies specific to human KDM4A 
(panels 1) and Pol-I (panels 2); nuclear DNA was stained by DAPI (panels 3). Bar = 5 μM.  
B. U2OS cells were serum starved for 24 hours. Starved cells were incubated for 30 min 
with SGK1 inhibitor GSK650394 (SGK1i), or DMSO as a control (Untr) and refed with serum 
in the presence of 5-FUrd and inhibitor (+serum) or left starved (no serum). 30 min after 
serum addition cells were fixed and analyzed by indirect immunofluorescence using 
antibodies specific to human KDM4A (panels 1) and Pol-I (panels 2); nuclear DNA was 
stained by DAPI (panels 3). Bar = 5 μM.  
C. U2OS cells were electroporated with either a non-targeting siRNA (siScr) or two siRNAs 
directed against SGK1 (siSGK1.1 and siSGK1.2) and kept in serum free medium for further 
24 hours before serum refeeding in the presence of 5-FUrd. 30 min after serum addition, 
cells were fixed and analyzed by indirect immunofluorescence using antibodies specific to 
human KDM4A (panels 1) and Pol-I (panels 2); nuclear DNA was stained by DAPI (panels 
3). Bar = 5 μM.  
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Figure 6. Refeeding of starved cells led to KDM4A dependent demethylation of 
specific histone targets at the transcriptionally permissive rDNA repeats. 
A. Specific KDM4A activity is required for serum driven activation of rRNA synthesis. U2OS 
cells were electroporated with an expression vector encoding either wild type KDM4A (WT) 
or catalytically inactive mutant (MUT) or with empty vector (vector) together with a siRNA 
targeting the 5’UTR of KDM4A, in order to knock-down endogenous KDM4A while allowing 
expression of exogenous KDM4A proteins. Cells were grown for 24 hours and then starved 
for another 24 hours before serum refeeding in the presence of 5-FUrd. 30 min after serum 
addition cells were fixed and analyzed by indirect immunofluorescence using antibodies 
specific to HA-tag, (panels 1), 5-FUrd (panels 2); nuclear DNA was stained by DAPI (panels 
3). Merged images are shown (panels 4). Bar = 5 mM. 
B. Quantification of 5-FUrd staining of A done as in Fig. 2F.  Note that the 5FUrd levels of 
the cell populations overexpressing the MUT and the WT are significantly different (p value = 
4,97*10-9, Wilcoxon test).  
C. Chromatin was isolated from starved and starved-refed cells (30 min after serum addition) 
and subjected for the first round of immunoprecipitation using antibody specific to Pol-I 
subunit A135. After elution chromatin was subjected to the second IP round using antibody 
specific to KDM4A and analyzed by qPCR as in Fig 1C. The value of each bar represents 
the difference between the signals from the specific antibody and from the negative control 
(an appropriate IgG) expressed as % from total chromatin input (see Fig. S3D for raw data). 
Standard deviations from three independent experiments are shown. 
D, E. Chromatin was isolated from starved  (D) and starved-refed U2OS cells (1 hour after 
serum addition) (E) and the same quantities of a chromatin were subjected for the first round 
of immunoprecipitation using antibody specific to Pol-I subunit A135. After elution, the 
chromatin was subjected for the second IP round using antibodies specific to histone H3, 
H3K9me1, H3K9me2 and H3K9me3 and analyzed by qPCR as in Fig 1C. The value of each 
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bar represents the difference between the signals from the specific antibody and from the 
negative control (an appropriate IgG) expressed as % from total chromatin input normalized 
to H3 signal (see Fig. S3E for raw data). Standard deviations from three independent 
experiments are shown. 
F, G. U2OS cells were transfected with KDM4A specific siRNA3. 24 h post-transfection cells 
were starved for 24 hours. Chromatin was isolated from starved (F) and starved-refed cells 
(1 hour after serum addition) (G). Chromatin was analyzed as in D and E (see Fig. S3F for 
raw data). 
Figure 7. KDM4A is not essential for support of ongoing Pol-I transcription and cell 
growth. 
A. Schematic representation of the labelling of cells with 3H-uridine to determine the effect of 
KDM4A depletion on ongoing rRNA synthesis. 
B. The relative efficiencies of rRNA synthesis were quantitated and transcript levels are 
indicated for 47S/45S pre-rRNA. The data, expressed as a percentage of the highest value 
(set at 100 %), the standard deviations for three independent experiments are shown.  
C. The relative efficiencies of cell growth were determined using MTT assay. The standard 
deviations for four independent samples are shown.   
D. Growing U2OS cells (~70% confluent) were electroporated with an expression vector 
encoding either wild type KDM4A (WT) or catalytically inactive mutant (MUT). Cells were 
grown for 48 hours and then 5-FUrd was added for 30 min and cells were fixed and analyzed 
by indirect immunofluorescence using antibodies specific to 5-FUrd (anti-BrdU antibodies); 
nuclear DNA was stained by DAPI.  
E. Box-plot of the quantification as in Fig. 2F of 5-FUrd staining of D obtained using image J. 
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Figure 8. Schematic outline of signaling pathways controlling rDNA transcription in response 
to growth factors/nutrients. PI3K- Akt, mTOR and MAPK pathways regulate rRNA gene 
transcription by targeting RNA polymerase I machinery.  PIK3-PDK1-SGK1 signalling 
cascade regulate activation of rRNA gene transcription by controlling rDNA chromatin level 
through KDM4A localization. 
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Online Methods 
Cell-culture conditions  
U2OS cells were obtained from ATCC and maintained according to the supplier's instructions in 
McCoy’s 5A medium plus 10% FBS (PAA). For serum starvation-refeeding experiments cell were 
grown to ~60–70% confluency, washed twice with Dulbecco’s PBS and then serum-starved for 20-
24 h in DMEM low glucose (1 g/l). For activation of Pol-I transcription, serum-starved cells were 
incubated in DMEM low glucose (1 g/l) containing 20% FBS (Lonza). All media were supplemented 
with 100 U/ml penicillin and 100 µg/ml streptomycin (Gibco) and cells were maintained in a 370 C 
incubator with 5 % CO2.  
The final concentration of kinase inhibitors dissolved in DMSO was as described elsewhere: 
PD98059 (25 μM); Rapamycin (50 nM); LY29002 (20 μM), PI-103 (5 μM); AktVIII (2.5 or 5 mM), 
GSK2334470 (1μM), GSK650394 (10 μM). They were added to cells 1 hour before refeeding and 
kept afterwards. Cycloheximide (Sigma) was used at 100 mM as previously described for the study 
of KDM4A stability in U2OS cells. 
 
Plasmids, siRNA and transfection 
Wild-type human HA tagged KDM4A CMV-driven expression plasmid was a gift from J. 
Christensen. The demethylase-dead KDM4A mutant was constructed by mutating H188 to A, 
directly in the WT plasmid using the quick change mutagenesis kit following the manufacturer’s 
instructions (Agilent Technologies). siRNA were purchased from eurogentec and are described in 
Table S3. For transfection, 106 U2OS cells were electroporated with double-stranded siRNA to a 
final concentration of 1 mM, separately or together with 2 mg of plasmids by using an eletroporation 
device (Amaxa AG, Cologne, Germany) according to the manufacturer's specifications (Buffer V, 
X001 program).  Expression plasmids encoding myc tagged wild-type PTEN (pcDNA3-PTENwt) 
and mutant PTEN deficient in lipid phosphatase activity, pcDNA3- PTEN (G129E: PTENmut) were 
a gift from Evelyne Goillot (ENS Lyon, France). Cells were seeded on glass coverslips and 
transfected with either empty pCDNA3, pcDNA3-PTENwt or pcDNA3-PTENmut using jetPEI with a 
ratio of 1 mg DNA for 2 ml of jetPEI following the manufacturer’s recommendation (Ozyme).  
 
RNA labeling in cells and rRNA analysis  
Labeling of RNA in cells (~70% confluent or ~50% for starved/refed) and RNA analysis was 
performed essentially as described 48 using 10 mCi 3H-uridine for ~0.2– 0.4 x 105 cells per well of a 
six-well plate. RNA was extracted (Pure Link RNA Mini kit, Life Technologies). 2 μg of 3H-labelled 
total RNA was run on a 1% formaldehyde agarose gel at 120V for 95 min in 1X MOPS, blotted 
onto Hybond-N membrane (Amersham), cross-linked (ultraviolet cross-linker; UVP), analysed by 
tritium imaging using Fuji Tritium image plate (or following PerkinElmer En3Hance spray, exposed 
to Kodak Biomax XAR film at -800 C) and then quantified using Aida software. The standard 
deviation was calculated from three independent experiments. 
In situ RNA labeling was performed using 5-Fluorouridine (5-FUrd, Sigma). Cells were incubated 
with 1mM 5F-Urd for 30 min prior to fixation with 4% paraformaldehyde in PBS, for 15 min at 4°C. 
5-FUrd incorporation was analyzed by immunofluorescence using anti-BrdU antibodies (BU-33, 
Sigma). All the staining procedure was performed at 4°C, in the presence of 0.4 U/ml RiboGuard 
RNAse inhibitor (Epicentre).  Quantification of fluorescence levels was done on ~100–200 cells per 
slide using home-developed macros in ImageJ software (National Institutes of Health) and 
analyzed using the R open source software R Core Team (2014), (http://www.R-project.org/).  
 
Chromatin immunoprecipitation (ChIP) and sequential chromatin immunoprecipitation (sChIP) 
assay  
Cells were grown until 70% confluent, cross-linked with formaldehyde (final concentration 1%) for 
10 min and the cross-linking was stopped by addition of glycine (final concentration 0.125 M) for 5 
min. Crosslinked chromatin was shared using Biorupter (Diagenode) to 300-base-pair average 
size. For single round ChIP, immunopreciptation was carried out using chromatin isolated from 
1x106 cells, antibodies listed in Table S1 or appropriate control IgGs and 30 μl of Protein A/Protein 
G magnetic beads (Life Technologies). For sChIP, first round of immunopreciptation was carried 
out using chromatin isolated from ~7x106 cells, 200 μg RPA135 antibody (Supplemental Table S1) 
and 200 μl of Protein A/Protein G magnetic beads (Life Technologies). Chromatin was eluted from 
beads using two steps elution. Initially beads were incubated overnight at 40C in 400 μl of re-ChIP 
elution buffer (1% Triton X-100, 2 mM EDTA, 150 mM NaCl, 20 mM Tris-HCl, pH 8.1) containing 
80 μg of RPA135 (N-17) P peptide (Santa Cruz). Next, beads were resuspended in 100 μl of 
10mM DTT in re-ChIP elution buffer and incubated 30 min at 370C. Eluates from both steps were 
pooled, and volume was adjusted to 5 ml by ChIP IP buffer (1% Triton X-100, 0.1% Sodium 
Deoxycholate, 0.1% SDS, 1 mM EDTA, 125 mM NaCl, 20 mM Tris-HCl, pH 7.5). Second round of 
immunopreciptation was carried out using 1 ml of chromatin from the first round (equivalent of ~ 
1.4*106 cells), antibodies listed in Table S1 or appropriate control IgGs and 30 μl of Protein 
A/Protein G magnetic beads (Life Technologies). Purified immunoprecipitated DNA was analysed 
by two tetraplex qPCR panels designed for 8 regions of the rDNA repeat; Promoter, IGS4, 18S, 
5.8S and 28S, Terminator, IGS1 and 5’ETS (see Table S2 for primers and probes sequences). 
Reactions were carried out on a Lightcycler 480 with a reaction volume of 10 µl per well in 
triplicates. The specific signals were calculated as the difference between the signals from the 
specific antibody and from the negative control (an appropriate IgG) and were expressed as 
percentage of input chromatin. When mentioned the specific signals of modified histone H3 were 
normalized to the specific H3 signals with the standard deviation calculated from three independent 
ChIP experiments. Signal representing the transcribed region (TrR) is the average of the combined 
signal from 5’ETS, 18S, 5.8S and 28S rRNA. Signal representing the non transcribed region (nTrR) 
is the average of the combined signal from IGS1 and IGS2. 
 
Immunofluorescence 
Cells were fixed with 4% paraformaldehyde (PFA) and permeabilized with 1% Triton X100 in PBS 
or permeabilized 5 min at 4° with 1% Triton X100 prior to fixation with 4% PFA as indicated in 
figure legends. Cells were then incubated at 4°C overnight with the indicated primary antibodies: 
Rabbit polyclonal anti-JMJD2A (Bethyl A-300-861-A; 0.5 mg/ml), Rabbit polyclonal anti-KDM4A 
antibodies (Sigma, HPA007610, 0.5 mg/ml), Rabbit polyclonal anti-HA (Cell Signaling C29F4, 1 
mg/ml), RPA 194 Santa Cruz SC-48385 1 mg/ml, mouse monoclonal anti-UBF (SC-13125 1mg/ml), 
mouse monoclonal anti-BrdU 2 mg/ml (BU-33, Sigma), mouse monoclonal anti-myc antibodies 
(9E10, Santa-Cruz). AlexaFluor-conjugated secondary antibodies were purchased from Fisher 
Scientific. Observations were carried out with a fluorescence microscope (DM5000; Leica, Wetlar, 
Germany) equipped with a cooled charge-coupled device camera, and images were acquired 
using the MetaMorph imaging system (Universal Imaging Corp., West Chester, PA). For Z-stacks 
acquisition (Fig. 1B), images were collected with a DM6000 Leica microscope equipped with 
semrock filters, a PiFoc piezofocus device (Physic Instrumente), and a CollSnapHQ2 camera 
(Roper Scientific), controlled by MetaMorph software (Universal imaging Corp.). 5 Z-sections at 0.2 
mm spacing were projected onto a single plan. 
Whiskers graphs of quantification of 5FUrd staining were obtained with the R open source 
software R Core Team (2014), (http://www.R-project.org/).  They show the median, the 25% and 
75% quantiles, as well as outliers (outliers are identified by not being in the range [25%Quantile - 
1,5*InterQuantiles; 75%Quantile + 1,5*InterQuantiles] where interQuantiles = 75%Quantile - 
25%Quantile). These representations have to be accompanied by statistical analysis of the 
comparison between the two populations. Statistical hypothesis tests were applied to confirm 
whether the hypothesis (that can be seen on the boxplot) that there is a differences between 
indicators of the 2 populations (such as mean, median, distribution) can be considered as true with 
a great confidence or can be due to random effect. Because data distribution was not normal (due 
to a threshold applied during quantification to remove background staining), we used a Wilcoxon 
test to reject the hypothesis that the two populations means are the same and thus conclude that 
there is a significant difference between the two means with a confidence a 95%.    
  
Immunoblotting and immunoprecipitation 
For western-blotting, cells were lysed in NuPage Sample lysis Buffer supplemented with reducing 
agent (Invitrogen) and heated for 5 min at 85°C to denature proteins. Western blots were 
performed using standard procedures and antibodies were used at the following concentrations: 
rabbit anti-KDM4A 0.4 μg/ml (Bethyl A-300-861-A), rabbit anti-RPA194 0.2mg/ml (Santa Cruz SC-
48385), mouse anti-UBF 0.2 μg/ml (Santa-Cruz SC-13125), mouse anti-α-tubulin 0.1 µg/ml 
(T6199, Sigma), rabbit anti p70S6K (Cell Signaling, #9202), rabbit anti-PhosphoS6K (Cell 
Signaling, #9205), anti-Akt (Cell Signaling, #9272), anti-Phospho-Akt (Ser473) (Cell Signaling, 
#9271), anti-Phospho-Erk1/2 (Cell Signaling, #9101), anti-NDRG1 (Cell Signaling, #9485); .anti-
Phospho-NDRG1 (Cell Signaling, #5482), anti-SGK1 (Cell Signaling, #12103). All Cell signaling Ab 
were diluted 1/1000. Peroxidase-conjugated secondary antibodies were purchased from 
Amersham. 
For immunoprecipitation, 107 cells were resuspended in hypotonic buffer (10mM Tris PH 7.4, 1mM 
MgCl2, 10mM KCl, 1mM DTT). After breaking the cells with a Dounce B pestle, nuclei were spin 
down at 500 g for 10 min and lysed in IP buffer (10 mM Tris pH 8, 0.4% NP40, 300 mM NaCl, 10% 
glycerol, 1 mM DTT, anti-protease (Roche), anti-phosphatase (Sigma) inhibitors). Lysates were 
diluted using one volume of dilution buffer (10 mM Tris pH 8, 5 mM CaCl2, 2 U/ml RQ1 DNAse 
(Promega) and then incubated with rabbit anti-KDM4A antibodies 1 μg/ml (A-300-861-A, Bethyl) or 
rabbit anti-HA antibodies 1μg/ml (C29F4 Cell signaling) as a control, overnight at 4°C. Protein 
complexes were pull-down using a mix 1:1 of Protein A coupled to agarose (Sigma): Protein G 
coupled to Sepharose (Sigma). Following several washes with IP buffer, beads were eluted with 
NuPAGE sample lysis buffer (Invitrogen) and analyzed by Western blot. All steps were performed 
at 4°C. 
 
mRNA level analysis 
Total RNA was extracted from cells by using the RNeasy mini kit (Qiagen). Five hundred 
nanograms of RNA were reverse-transcribed for 50 min at 42°C in a 20 µL reaction volume 
containing 0.5 µM dNTPs, 0.5 µg of random primers, 10 mM DTT, 1X AMV RT buffer, 40 U of 
RNasin and 10 U of AMV Reverse Transcriptase (Promega). Samples were incubated for 15 min 
at 70°C to stop the reaction. Samples were analyzed by qPCR by using the primers described in 
Table S4 on a CFX96 real-time system device (Biorad) using the platinium SYBR Green qPCR 
SuperMix (Invitrogen).  
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The histone demethylase JMJD2A/KDM4A links nutrients/growth factors availability and 
ribosomal RNA transcription. 
Table S1. List of antibodies used in ChIP assay 





hA135 (N-17) Santa-Cruz Sc-17913 5 μg 
KDM4A/JMJD2A Bethyl A300-861A 5 μg 
KDM4A/JMJD2A Sigma SAB3500095 5 μg 
H3 Abcam 1791 5 μg 
H3K9me1 Diagenode pAb-065-050 4 μg 
H3K9me2 Diagenode pAb-060-050 4 μg 
H3K9me3 Diagenode MAb-146-050 4 μg 
H3K36me3 Diagenode CS-058-100 20 μl 
rabbit IgG Sigma I5006 5 μg 
sheep IgG Sigma I5131 5 μg 
mouse IgG Sigma I5381 5 μg 
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Table S2. List of primers and probes used in ChIP assay 









Pr_F 42941-42956 GCCCCGGGGGAGGTAT 
Pr_R 42995-17 GAGGACAGCGTGTCAGCAATAA 
Pr_p 42958-42982 FAM-TCTTTCGCTCCGAGTCGGCATTTTG-BHQ2 
 
18S 
18S_F 4390-4404 CCCGCCCCTTGCCTC   
18S_R 4426-4443 CCGCGGGACACTCAGCTA 
18S_p 4406-4424 RED-CGGCGCCCCCTCGATGCTC-BHQ2 
 
5.8S 
5.8_F 6452-6470 TGTGAAACCTTCCGACCCC 





I2_F 35996-36012 CGGGCCTTGGCAGATTC 
I2_R 36107-36126 CGCGCGTAGAGGAGAGATTT 
I2_p 36067-36089 HEX-CCCCGAGTGACTGTGGCTCGCAC-BHQ2 









5E_F 1783-1799 CCGTGCCGAGTCGTGAC 
5E_F 1844-1859 CGCTTTCCCAGGGCCA 
5E_p 1803-1821 Cy5-TGCCGACGACCGCGTTTGC-BHQ2 
 
28S 
28S_F 11740-11763 GAGATTCCCACTGTCCCTACCTAC 
28S_R 11792-11808 CTGATTCCGCCAAGCCC 
28S_p 11765-11788 FAM-ATCCAGCGAAACCACAGCCAAGGG-BHQ2 
 
IGS1 
I1_F 20171-20187 GCGAGGCACAGCGCATC 
I1_R 20252-20271 GGCATCAGCTCCAACTCCAG 
I1_p 20189-20211 RED-CTTTGGAAGCCGCGGCAACGCCT-BHQ2 
 
*-positions correspond to numeration in human rDNA complete repeating unit, accession 
number: U13369 
BHQ2 - BlackHoleQuencher2 
FAM - 6-carboxyfluorescein 
HEX - Hexachloro-fluorescein 
RED – Texas Red  
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Table S3. List of siRNA (sequence of the plus strand) 
KDM4A-1 GUUCGAGAGUUCCGCAAGAdTdT 
KDM4A-2 GUAUGAUCUUCCAGACUUAdTdT  
KDM4A-3 GGGAUUCUAUCUCUUCUGAdTdT 
KDM4A-5’UTR CUGACUAAAGGGACCUCAAdTdT 





Table S4- List of primers used in RT-PCR. 
JMJD2A Forward CACATCCACCGGACTTCTTT 
 Reverse GTTCTCGGTGTTCAGCCAAT 
JMJD2B Forward TCAGGGTTGTACCCGAAGAG 
 Reverse GCCCACCTTTGCAGAATAAA 
JMJD2C Forward GCTTGCGAGAAGGTCATTTC 
 Reverse AGACAGTCTCGGCTCACGAT 
rRNA Forward GCCCGGGAGAGCACGAC 
 Reverse GCGTGTCAGGCGTTCTCG 
UBF Forward CCCCTTATTTCCGCTTCTTC 
 Reverse TTTCGCTCGAACTCCTGTTT 
RPA194 Forward ACATTTGGATTCGCCTTCAG 
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Figure S1. Co-localization between KDM4A and nucleolar proteins  
A. Actively growing U2OS cells (60-70% confluent) were fixed following extraction with 1% 
Triton X100  and analyzed by indirect immunofluorescence using antibodies specific to human 
KDM4A (panel 1), and nucleolar markers (panel 2, human Pol-I largest subunit A194, Fibrillarin 
and UBF). Nuclear DNA was stained by DAPI (panel 3). Images were acquired with a Leica 
microscope (DM6000, 100X Objective). 5 Z-sections at 0.2 mm spacing were projected onto a 
single plan. One representative nucleus with associated merged images (panel 4) and a 5 X 
zoom on nucleoli containing area (panel 5) are shown. Bar = 5 μM. 
B. Actively growing U2OS cells (60-70% confluent) were fixed and analyzed by indirect 
immunofluorescence using two distinct antibodies specific to human KDM4A (panel 1): Ab1 
(Bethyl Lab) and Ab2 (Sigma). Nuclear DNA was stained by DAPI (panel 2). Merged images are 
shown (panel 3). Bar = 5 μM.   
 
Figure S2. KDM4A colocalisation with nucleolar protein in various cell lines 
A. WI38, GC92 and HeLa human cells were fixed and analyzed by indirect immunofluorescence 
using antibodies specific to human KDM4A (panel 1) and Fibrillarin (panel 2); nuclear DNA was 
stained by DAPI (panel 3). Merged images are shown (panel 4). Bar = 5 μM. 
B. U2OS cells were fixed and analyzed by indirect immunofluorescence using antibodies 
specific to human LSD1 (panel 1), and human Pol-I largest subunit A194 (panel 2); nuclear DNA 
was stained by DAPI (panel 3). Merged images are shown (panel 4). Bar = 5 μM. 
 
Figure S3. Raw data of ChIPs 
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Figure S4. Efficiency of siRNA mediated KDM4 depletion 
A. The levels of the mRNAs KDM4A were analyzed in cells electroporated with either a non 
targeting siRNA (Scr) or two siRNAs directed against KDM4A (A1 and A2). Signals were 
normalized to the mRNA levels of the housekeeping gene encoding the ribosomal 
phosphoprotein P0. 
B. U2OS cells were electroporated with either a non targeting siRNA (siScr) or a siRNA directed 
against KDM4A (siKDM4A) and the levels of KDM4A, A194 and UBF were determined 24 hours 
post-transfection by Western-blotting; TUBULlN (α-TUB) was used as a loading control. 
 
 
Figure S5: KDM4A stability is regulated by serum   
 
A. U2OS cells were serum starved for 24 hours (t=0) and refed with serum. Cells were collected 
at 1 hour (t=1) and 2 hours (t=2) following serum addition. The levels of the 45S pre-rRNA, and 
the mRNA encoding for UBF, A194, KDM4A-C were analyzed at each time point. Signals were 
normalized to the mRNA levels of the housekeeping gene P0.    
B. U2OS cells were serum starved for 24 hours (t=0) and refed or not with serum, as indicated. 
Levels of KDM4A, A194 and UBF in total cell extracts were determined at different time points 
after re-feeding by Western-blotting; b-Actin (b-Act) was used as a loading control.  
C. U2OS cells were serum starved for 24 hours and protein synthesis was inhibited by 
cycloheximide (CHX). Cells were either left starved (lanes 1-4) or treated with serum (lanes 5-
8). Levels of KDM4A, A194 and UBF in total cell extracts were determined at different time 
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points after cycloheximide treatment by Western blotting. b-Actin (b-Act) was used as a loading 
control.  
 
Figure S6. Histone H3 occupancy is affected during activation of Pol-I transcription 
whereas H3K36me3 associated with active rDNA is not a target of KDM4A. 
A. Chromatin eluted from the first IP round (as in Fig. 4B) was analyzed as in Fig. 2B. Standard 
deviations from three independent experiments are shown. 
B. Chromatin which was used for the sequential ChIP (Fig. 4B) was subjected for the 
immunoprecipitation using antibody specific to histone H3. Analysis was performed as in Fig.2B. 
Standard deviations from three independent experiments are shown. 
C. Chromatin eluted from the first IP round (as in Fig. 4B) was subjected for the second IP 
round using antibodies specific to histone H3. Analysis was performed as in Fig.1C. All signals 
were normalized to control IgG. Standard deviations from three independent experiments are 
shown. 
Figure S7. Efficiency of kinase inhibition 
A-D. U2OS cells were treated as in Fig. 4. Whole cell extracts were then analyzed by western 
blot using antibodies specific to the indicated proteins : phosphorylated AKT (Ser 473), total 
AKT, phosphorylated ERK1/2, phosphorylated S6K (Thr389), total S6K, phosphorylated 
NDRG1, total NRDG1 and Tubulin as a loading control, as indicated. The vertical lane in A 
indicates the localisation of a cut during figure preparation. 
 
E. U2OS cells were transfected with the indicated siRNAs and treated as in Fig. 5. Whole cell 
extracts were then analyzed by western blot using antibodies specific to the indicated proteins : 
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SGK1, phosphorylated AKT (Ser 473), total AKT, phosphorylated NDRG1, total NRDG1, 
KDM4A and Tubulin as a loading control, as indicated. 
 
Figure S8: Effects of the various inhibitors in serum starved cells 
A-B. U2OS cells were serum starved for 24 hours and refed with serum (B) or not (A) in the 
presence of 5-FUrd and PI3K inhibitor LY294002 (LY), mTOR inhibitor rapamycin (Rapa), 
MAPK inhibitor PD98059 (PD), PDK1 inhibitor or SGK1 inhibitor, as indicated. Control cells 
were left untreated (Untr). 30 min after serum addition cells were fixed and analyzed by indirect 
immunofluorescence using antibodies specific to human KDM4A (panels 1) and 5-FUrd (panels 
2); nuclear DNA was stained by DAPI (panels 3). Bar = 5 μM.  
C. Quantification of 5-FUrd staining in A and B experiments, as described in Fig. 2F.  
D. U2OS cells were transfected by the indicated siRNAs in Figure 5C, and treated or not with 
serum in the presence of 5-FUrd. 5FUrd staining was quantified in the cell populations as 
described Fig. 2F. 
 
Figure S9: Mutant KDM4A functions as a dominant negative mutant.  
 
A. U2OS cells were transfected by the indicated siRNAs and expression vectors for KDM4A 
wild type or mutant (or empty pcDNA3 vector, first two samples), and treated as in Fig. 6A. 
Whole cell extracts were then analyzed by western blot using antibodies specific to KDM4A and 
Tubulin as a loading control. Two different exposures of the KDM4A western blot are shown. 
The vertical lane indicates the localisation of a cut during figure preparation. 
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B. U2OS cells were electroporated with an expression vector encoding either wild type KDM4A 
(wt) or catalytically inactive mutant (mut) or with empty vector (Vector). Cells were grown for 24 
hours and then starved for another 24 hours before serum refeeding in the presence of 5-FUrd. 
30 min after serum addition cells were fixed and analyzed by indirect immunofluorescence using 
antibodies specific to 5-FUrd (panel 1); nuclear DNA was stained by DAPI (panel 2).  
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Identification des sites de phosphorylation de la protéine 
KDM4A, immunoprécipitée via son tag GFP, série 2 
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Objectifs de l’analyse protéomique : 
 
Le projet porte sur la protéine KDM4A, qui est une histone déméthylase. Cette protéine est 
impliquée dans la transcription de l'ARN polI, qui synthétise les ARN ribosomiques. Cependant, 
son rôle n'est pas encore bien définit.  
Le projet se décompose en deux parties, une partie visant à définir l'interactome de KDM4A, l'autre 
porte sur les PTM de KDM4A. En effet, il a été montré que KDM4A migre dans le nucléole, où se 
trouve l'ARN polI, et l'équipe suppose qu'une phosphorylation serait impliquée dans ce mécanisme. 
Nous allons donc tout d'abord nous concentrer sur les phosphorylations présentent sur KDM4A. 
 
Une première analyse en spectrométrie de masse a déjà été menée. Celle-ci avait été effectuée à 
partir d’un éluat d’IP de la protéine taguée streptag, à partir de cellules cultivées avec ou sans 
sérum. Ces éluats s’étaient avérés très chargés en protéine. Après migration, la zone devant 
correspondre à la protéine KDM4A avait été découpée. Les résultats avaient révélés une très faible 
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quantité de la protéine KDM4A, ne permettant pas d’obtenir de bons résultats quand à l’analyse de 
phosphorylation.  
Pour cette nouvelle analyse, différents paramètres ont été modifiés. Tout d’abord, l’équipe a changé 
de système surexpresseur. La protéine est désormais taguée GFP, qui permet une bonne 
immunoprécipitation de la protéine. Cette fois-ci, la comparaison sera faite entre des cellules 
contrôles, et des cellules traitées par un inhibiteur de la voie des PI3K (LY294002). Le matériel de 
départ a été triplé par rapport à la première analyse, et le pourcentage de NP40 a été monté à 0,4%. 
 
Stratégie d’analyse :  
 
IP de la protéine KDM4A taguée GFP à partir d’extraits totaux de cellules U2OS (humaines). IP 
effectuée à partir de 30millions de cellules. L’élution est faite en tampon laemmli 1X final. 
 
Nature de l’échantillon  
 
Type d’échantillon : Eluat de l’IP KDM4A reprit en Laemmli 1X final. La totalité de l’échantillon 
est déposée sur gel après réduction/alkylation. (Gel Tris Glycine 4-12%). 
 
· Electrophorèse 
 ■  1D □  2D 
 
Type de coloration : Instant Blue 
 
Photo du gel : 
 









+Ly CT MW MW  
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Nombre de bande à analyser: 2 bandes  
 
Traitement de l’échantillon, Analyse nano-LC-MS/MS et recherche dans les banques de 
données 
Voir annexe 1 et 2  
 
 
Résultats de l’identification :  
 
 Après migration sur gel d’acrylamide, on peut voir que les éluats de cette IP sont beaucoup 
moins complexes que lors de l’IP précédente. Après concertation avec Marie Vandromme, une fine 
bande de gel a été découpée, comprenant deux bandes visibles en bleu (dont une plus intense que 
l’autre). Comme attendu, suite au gel précédemment effectué par leur soin, la quantité de matériel 
est moins importante dans la condition traitée au Ly294002 (un facteur 1,3 environ d’après les aires 
de la protéine KDM4A). La seconde bande est alors très faible dans cette condition traitée. 
 
Lors de la première analyse, différents modes de fragmentation avaient été testés, mais la 
faible abondance de la protéine n’avait pas permis de conclure sur le mode le plus adapté à 
l’observation de phosphorylation sur cette protéine. Ici, les échantillons ont été analysés sur une 
machine de toute dernière génération, selon un model appelé « Data dependant decision tree » 
(DDDT). Pour rappel, il existe deux modes de fragmentation :  
- le mode utilisé pour des analyses classiques, le CID (collision induced dissociation) : Ce 
mode de fragmentation plutôt dur ne permet pas en théorie de garder les modifications post-
traductionnelles (MPT) labiles sur la séquence. Sont alors observés des pertes de charges 
correspondant à ces MPT. 
- le mode ETD (electron transfer dissociation), qui est un mode plus doux : Ce mode permet 
théoriquement de garder les MPT sur la séquence, dont on peut alors déterminer la position. 
Lors de l’analyse DDDT, est appliqué l’un ou l’autre de ces modes de fragmentation, le plus 
approprié selon le type de donnée (m/z, charge …). 
Trois réplicats d’injections ont été effectués. Les fichiers ont été traités par le logiciel 
Proteome Discoverer, qui prend en charge les analyses DDDT. 
 
 La protéine KDM4A est bien identifiée dans les échantillons. De plus, elle fait partie des 
protéines majoritaires, et ressort en seconde position des protéines les plus abondantes de l’extrait. 
Il est donc probable que KDM4A corresponde à la bande plus claire sur le gel. 
 Elle est identifiée avec un score moyen de 550, et une couverture de séquence totale pour les 
6 injections de 40%. En compilant toutes les injections, 45 peptides uniques sont identifiés. 

















 L’équipe s’intéresse à la phosphorylation de la protéine de KDM4A. Pour cela, une 
immunoprécipitation (IP) de cette protéine taguée GFP est effectuée, à partir de 30 millions de 
cellules. Elle est effectuée dans deux conditions de culture différentes, contrôle ou traitées par des 
inhibiteurs de la voie des PI3K. 
 Les éluats de ces IP sont déposés sur gel d’acrylamide dans le but de ne découper que la 
bande correspondant à KDM4A, repérable en western blot. Après migration de ces éluats, on peut 
observer qu’ils sont beaucoup moins chargés en protéine que lors de la première analyse. Une bande 
est découpée dans chaque piste, supposée correspondre à la zone de présence de la protéine 
KDM4A (vérifiée par western blot). 
 Les deux échantillons sont analysés en spectrométrie de masse, sur un spectromètre de toute 
dernière génération, de manière DDDT (« Data dependant decision tree »). Cette méthode permet 
d’obtenir à la fois des spectres issu de la fragmentation CID et ETD (plus douce). Le mode de 
fragmentation est adapté selon le type d’ion (m/z, charge …). Des triplicats d’injection sont 
effectués. 
 La protéine KDM4A est bien identifiée dans les deux échantillons, avec un score moyen de 
550 et 45 peptides uniques sur les six analyses. Les résultats sont donc comparables a ceux obtenus 
lors de la première analyse. L’échantillon global est beaucoup moins complexe mais il ne permet 
pas d’observer de peptides phosphorylés. Ainsi, la protéine d’intérêt fait parti des protéines 
majoritaires de l’extrait (seconde par ordre d’abondance) mais elle reste cependant trop faiblement 
présente afin de pouvoir observer des phosphorylations. En effet, il est très probable que seule une 
partie de la protéine soit phosphorylée, ainsi les peptides majoritaires de la protéine ne porteront pas 
cette modification. 
 
 Cette analyse a été effectuée sur un appareil totalement différent de la première analyse, il 
sera ainsi très difficile de comparer les deux expériences en terme d’intensité de signal.  
 
 Afin de pouvoir observer des phosphorylations sur la protéine, il serait donc important 
d’augmenter considérablement la quantité de matériel de départ. Ceci pourrait être fait sur une 
condition contrôle uniquement. De plus, il est important de noter que les inhibiteurs de phosphatase 
sont essentiels dans ce type d’expérience, et qu’il est primordial de respecter les doses préconisées 







Traitement de l’échantillon  
 
Le protocole suivi est dans le livret des protocoles p60-70: Traitement des échantillons 1D ou 2D 
pour l'analyse protéomique (site IPBS). 




· Réduction/Alkylation  
 
  □ OUI  □ NON 
 
 
· Digestion Trypsine 
 
Trypsine Proméga (20µg de trypsine repris dans du bicarbonate d’ammonium 50mM : 
solution à 0.01µg/µL). 
Ajout de 0.5 mg d’enzyme et incubation 15 minutes à TA. Puis ajout de 100µl de tampon 50 
mM d’ammonium bicarbonate 
Digestion toute la nuit à 37°C. 
 
 
· Extraction des peptides 
 
-Le surnageant de digestion a été prélevé et conservé et les morceaux de gels incubés avec du 
bicarbonate d’ammonium 50 mM à 37 °C pendant 15 min sous agitation. Le surnageant a été 
prélevé et ajouté au premier surnageant. Les morceaux de gel ont ensuite été incubés avec un 
mélange eau milliQ-Acétonitrile-acide formique 50/50/5 à 37°C pendant 15 min sous 
agitation. Cette étape qui permet d’extraire les peptides les plus hydrophobes a été répétée 
deux fois. L’ensemble des surnageants prélevés ont été réunis et déshydratés dans un 
évaporateur rotatif. 
 
-Les échantillons à sec ont ensuite été conservés à -20°C. 
 
 
Avant l’analyse, les échantillons sont repris dans 17 µL de tampon 2% acétonitrile, 0.05% 
TFA. 
 
17 µl d’échantillons sont analysés sur le Fusion (5µl sont réellement injectés par analyse), 









Analyse par Spectrométrie de masse : NanoLC/ESI Fusion MS/MS  
 
· Acquisition method :  
 
· Descriptif des échantillons: Voir Annexe 4 
 
Interrogation des banques de données protéiques par Proteome Discoverer 
 
MAB KDM4A_DDDT_Phospho_1.4_Area detector 
· Paramètres de recherche CID  
 
Banque de donnée Sprot 
Espèce  Human 
Type de banque Protéine 
Masses précurseur/fragment Monoisotopiques 
Enzyme Trypsine/P 
Maximum de coupures manquées 3 
  
Peptide Mass Tolerance ± 5 ppm 
Fragment Ion Tolerance ± 0.8 Da 
Instrument type ESI-TRAP 
 
Modifications différentielles : Fixe  Carbamidomethyl (C) : +57.0520 Da 
    Variables Oxydation (M) : +15.9949 Da 
 Acetyl (N-term): + 42.010565 Da 
 Phospho (ST) 
 Phospho (Y) 
  
 
· Paramètres de recherche ETD  
 
Banque de donnée Sprot 
Espèce  Human 
Type de banque Protéine 
Masses précurseur/fragment Monoisotopiques 
Enzyme Trypsine/P 
Maximum de coupures manquées 3 
  
Peptide Mass Tolerance ± 5 ppm 
Fragment Ion Tolerance ± 0.8 Da 
Instrument type ESI-TRAP 
 
Modifications différentielles : Fixe  Carbamidomethyl (C) : +57.0520 Da 
    Variables Oxydation (M) : +15.9949 Da 
 Acetyl (N-term): + 42.010565 Da 
 Phospho (ST) 






Création de la  ‘Peaklist’ (lcq_dta.exe)  
 
Scan limits Tous 
Minimun Mass-Maximum Mass 300-4500 Da 
Grouping Tolerance 0 Da 
Intermediate Scans 0 
Minimum scans/group 1 
Precursor charge AUTO 
 
Calculate charge Oui 
Minimum peaks 10 














Descriptif des échantillons 
OFMAB140516_01 KDM4A_P_+Ly_R1 
OFMAB140516_02 KDM4A_P_+Ly_R2 
OFMAB140516_03 KDM4A_P_+Ly_R3 
OFMAB140516_09 KDM4A_P_CT_R1 
OFMAB140516_10 KDM4A_P_CT_R2 
OFMAB140516_11 KDM4A_P_CT_R3 
 
 

